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Os filmes obtidos a partir de recursos naturais e renováveis têm sido alvo de 
inúmeros estudos nos últimos anos. Entre estes, os constituídos à base de 
quitosana, um polissacarídeo derivado da quitina que apresenta propriedades 
importantes para a aplicação na área alimentar, nomeadamente, atividade 
antioxidante e antimicrobiana, propriedades biofuncionais e biocompatíveis, 
biodegradabilidade, não toxicidade e capacidade de formar filmes com boas 
propriedades mecânicas. O bagaço de uva, constituído pelas grainhas, 
películas e engaços, é o principal subproduto da indústria vinícola. Este 
subproduto, que geralmente é descartado, é constituído por compostos de 
interesse como triacilglicerídeos, tocoferóis e polifenóis.  
O principal objetivo deste trabalho foi desenvolver filmes à base de quitosana 
com extratos do bagaço de uva incorporados, de forma a melhorar as suas 
propriedades antioxidantes e de insolubilidade, mantendo as propriedades 
mecânicas e antimicrobianas dos filmes. 
Neste estudo foram obtidas três frações do bagaço de uva: 1) o extrato obtido 
com água quente constituído por 72 % de polissacarídeos, 20 % de proteínas 
e 6 % de compostos fenólicos totais, 2) as ceras extraídas com clorofórmio e 
3) o óleo, obtido por extração com n-hexano, constituído por cerca de 70 % de 
ácido linoleico (C18:2) e 18 % de ácido oleico (C18:1). Os três extratos foram 
incorporados na solução de quitosana (1,5 % m/v) e os filmes foram obtidos 
por evaporação do solvente. 
A solubilidade dos vários filmes foi determinada em água (pH=6,5) e numa 
solução hidro-alcoólica ácida (pH=3,5). Os filmes com os óleos incorporados 
na proporção de 1:5 (óleo:quitosana) obtiveram uma redução de 27 % de 
perda de massa na solução ácida em relação ao filme controlo constituído 
apenas por quitosana. Os restantes filmes não apresentaram diferenças 
significativas de solubilidade em relação ao filme de quitosana. 
A atividade antioxidante dos filmes foi determinada por diferentes métodos 
(ABTS, DPPH, FRAP e pelo método do poder redutor). Os filmes de quitosana 
com polissacarídeos, ceras e óleo demonstraram uma atividade antioxidante 
que pode ser até 3 vezes superior, dependendo do método, relativamente ao 
controlo, demonstrando a importância da incorporação destes extratos nos 
filmes. 
Os ensaios mecânicos permitiram demonstrar que a incorporação dos vários 
extratos não prejudica as características mecânicas dos filmes de quitosana.  
Os filmes de quitosana e quitosana com óleo incorporado demonstraram 
atividade antimicrobiana de fungos no pão e de bactérias no sumo de maçã. 
Em conclusão, os filmes de quitosana produzidos por incorporação dos 
extratos obtidos do bagaço de uva, principalmente o das ceras e do óleo, 
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The study of the films obtained from natural and renewable sources have 
greatly increased in recent years. From these, those composed by chitosan, a 
polysaccharide derived from chitin which has important properties for food 
industry such as antioxidant, antimicrobial, biocompatible, biofunctional, 
biodegradability, non-toxicity and the great ability to form films with good 
mechanical properties. The grape pomace, which includes seeds, skins and 
stems, is an important by-product of winemaking industry. This wine by-product 
is usually discarded thought containing valuable compounds such as 
triglycerides, tocopherols and polyphenols, which could have application in the 
food industry.  
The aim of this work was to develop chitosan-based films with incorporation of 
grape pomace extracts in order to improve their insolubility and antioxidant 
properties, keeping their mechanical and antimicrobial properties. 
In this  study, three fractions were obtained from grape pomace: 1)  hot water 
extract consisting of 72 % polysaccharides, 20 % proteins and 6 % total 
phenolic compounds, 2) waxes, extracted with chloroform and 3) oil, obtained 
with n-hexane, comprising about 70 % linoleic acid (C18:2) and 18 % oleic acid 
(C18:1). These three extracts were added to a chitosan solution (1.5% w / v) 
and the films were obtained by solvent casting. 
The solubility of the chitosan-based films was determined in water (pH=6,5) 
and in an acidic hydro-alcoholic solution (pH=3,5). The chitosan-based films 
with incorporation of the oil in a ratio of 1:5 (oil:chitosan) showed a decrease of 
27 % of weight loss in acidic solution comparing with control chitosan films. The 
remaining films did not show significant differences comparing with the 
solubility of the control film. 
The antioxidant activity of the chitosan-based films was determined by four 
different methods (ABTS, DPPH, FRAP and the reducing power essay). The 
chitosan-based films with polysaccharides, wax and oil demonstrated an 
antioxidant activity that can be up to 3 times higher, relative to the control, 
depending on the method of analysis. These results demonstrated the 
importance of incorporating these extracts in the chitosan films. 
Mechanical tests showed that the incorporation of the three extracts in chitosan 
films did not affect significantly the mechanical properties. Also, the chitosan-
based films demonstrated antimicrobial activity against fungi on bread and 
bacteria in apple juice. 
In conclusion, the chitosan-based films prepared by incorporation of extracts 
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O consumo anual de plásticos tem aumentado continuamente, e representa, 
atualmente, cerca de 100 milhões de toneladas. Aproximadamente 56 % de todo o volume 
desses plásticos é utilizado em embalagens [1]. A maior parte dessas embalagens são 
utilizadas uma vez e depois descartadas, o que contribui consideravelmente para o fluxo 
total de resíduos (aproximadamente 20 % do volume total a nível mundial). A eliminação 
destes resíduos é difícil, e portanto, tem um impacto muito significativo no meio ambiente 
[2]. Estes resíduos criam problemas de poluição visual e podem ter efeitos nocivos para os 
animais por não serem biodegradáveis [3]. Além disso, os plásticos são polímeros 
derivados do petróleo, um recurso fóssil esgotável. No entanto, estes polímeros de origem 
petroquímica continuam a ser largamente utilizados porque são produzidos facilmente, a 
baixo custo e têm uma elevada resistência, flexibilidade e durabilidade [4]. 
Com o intuito de resolver os problemas ambientais que advêm da utilização 
excessiva de plásticos, tem-se verificado um crescente interesse em desenvolver novos 
materiais biodegradáveis. Estes novos materiais podem ser obtidos a partir de várias fontes 
naturais, como as proteínas, polissacarídeos e lípidos ou também poliésteres naturais 
produzidos por diversos microrganismos [5]. A substituição total dos polímeros 
petroquímicos pelos biopolímeros ainda não é possível, devido às suas características 
físico-químicas e aos maiores custos de produção. É portanto, necessário prosseguir com 
os estudos para melhorar as propriedades dos materiais produzidos com estes polímeros 
naturais para que possam ser utlizados comercialmente [6]. 
1.2. FILMES E REVESTIMENTOS 
Nos últimos anos, tem havido um aumento continuado na pesquisa de biopolímeros 
para diversos fins, nomeadamente, para aplicações alimentares, dado que muitos destes 
polímeros, para além de serem biodegradáveis, possuem também propriedades 
antimicrobianas e antioxidantes [2]. Alguns destes biopolímeros têm também a capacidade 
de formar filmes, que podem ser usados como embalagem ou revestimento para 
preservação de alimentos. 
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Os filmes são geralmente definidos como camadas finas de materiais que podem ser 
utilizados como coberturas, camadas de separação ou embalagens. Os revestimentos 
consistem na formação dos filmes diretamente na superfície dos produtos. Estes últimos 
são considerados como fazendo parte do produto final, sendo uma cobertura adicional [7]. 
1.2.1. Materiais usados na sua produção  
De uma forma geral, os biopolímeros que formam filmes biodegradáveis podem ser 
divididos em três categorias, de acordo com a sua origem (Figura 1) [2]: 
 Polímeros diretamente extraídos da biomassa: 1) polissacarídeos (amido, celulose, 
pectinas ou quitina/quitosana); 2) proteínas (caseína ou glúten); 3) lípidos (ácidos gordos, 
resinas e ceras). 
 Polímeros produzidos por síntese química usando monómeros, como o ácido 
poliláctico, um biopoliéster polimerizado a partir do ácido láctico. 
 Polímeros produzidos por microrganismos, como por exemplo a pululana e os 
hidroxipolialcanoatos (PHAs). 
 
Figura 1 – Diferentes tipos de biopolímeros usados para embalagem (adaptado de Srinivasa et al. [2]). 
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Os polímeros extraídos diretamente da biomassa têm demonstrado um crescente 
interesse, devido não só às suas propriedades físico-químicas, mas também devido à sua 
biodisponibilidade. Estes são os polímeros mais abundantes na natureza e geralmente são 
subprodutos resultantes da indústria e da agricultura. Assim, a utilização destes resíduos 
conduz à sua valorização económica e à diminuição do seu volume no meio ambiente [2]. 
Os polímeros extraídos da biomassa também podem ser divididos de acordo com os 
seus componentes, em três categorias: hidrocolóides, lípidos e compósitos. Dos 
hidrocolóides fazem parte os polissacarídeos e as proteínas; os lípidos incluem as ceras e, 
por sua vez, os compósitos são uma mistura de hidrocolóides com lípidos [8]. 
Os filmes e revestimentos preparados com polissacarídeos são bastante resistentes e 
geralmente representam uma boa barreira ao oxigénio quando a humidade relativa é baixa, 
por serem altamente polares (contêm grupos hidroxilo) [9]. No entanto, são uma pobre 
barreira à humidade, devido à sua natureza hidrofílica [4].  
As proteínas têm sido muito estudadas devido à sua capacidade de formar filmes e 
revestimentos. Estes podem ser feitos a partir de glúten, proteína de soja, proteína de soro, 
caseínas, gelatina/colagénio, queratina, entre outros. Estes filmes apresentam boas 
propriedades mecânicas e de barreira ao oxigénio, mas a permeabilidade ao vapor de água 
é elevada. Outra desvantagem destes filmes é a existência de intolerâncias ou alergias 
alimentares a alguns destes compostos, tais como às proteínas do leite ou ao glúten, que 
devem ser tidas em conta quando são feitos filmes à base destes polímeros [8]. 
Os lípidos, devido à sua natureza hidrofóbica, são usados em filmes para aumentar 
a barreira à humidade. Além disso, também são usualmente utilizados para dar brilho à 
superfície dos alimentos. Os lípidos usados na preparação de filmes incluem triglicerídeos, 
ácidos gordos, ceras e resinas. No entanto, como não são polímeros, a sua resistência 
mecânica é baixa [8]. 
Os filmes compósitos constituídos por hidrocolóides e lípidos aumentam as 
vantagens e reduzem as desvantagens que cada um dos componentes tem individualmente. 
Um filme compósito pode ser tanto produzido como uma bicamada ou como uma emulsão 
estável. Nos filmes compósitos bicamada, os lípidos formam uma segunda camada acima 
da camada dos polissacarídeos ou das proteínas. Nos filmes compósitos de emulsão, os 
lípidos são dispersos e misturados na matriz de suporte de polissacarídeos ou proteínas. A 
eficiência destes filmes depende da estrutura dos lípidos, do arranjo químico, da 
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hidrofobicidade, do estado físico e da sua interação com os outros componentes do filme 
[8].  
Para além dos biopolímeros, os filmes podem também ser constituídos por outros 
materiais que são adicionados à matriz para melhorarem algumas propriedades e os 
tornarem mais apropriados à sua aplicação. Entre estes materiais encontram-se os 
plastificantes e os emulsificantes. 
Os plastificantes são compostos de baixa massa molecular, não voláteis, com 
elevado ponto de ebulição que são adicionados a outros materiais para alterar as suas 
propriedades físicas e/ou mecânicas [9]. Os plastificantes diminuem as forças 
intermoleculares ao longo das cadeias dos polímeros e aumentam o espaço intermolecular, 
o que resulta num filme com melhores propriedades em termos de flexibilidade e 
elongação. No entanto, diminuem as propriedades de barreira. A sacarose, o glicerol, o 
sorbitol, o propileno glicol, o polietileno glicol (PEG), os ácidos gordos e monoglicerídeos 
são exemplos de alguns dos plastificantes mais utilizados [9, 10].  
Os emulsificantes ou surfactantes são compostos de natureza anfipática que 
interagem na interface água-lípidos e reduzem a tensão superficial entre a fase dispersa e 
contínua para melhorar a estabilidade da emulsão. Estes podem também assegurar uma boa 
adesão do revestimento à superfície do alimento. Os emulsificantes mais comuns usados 
nos filmes e revestimentos são os ácidos gordos, o glicerol monoestearato, os ésteres de 
ácidos gordos ou a lecitina [11]. 
1.2.2. Propriedades e funções  
Os filmes produzidos a partir de biopolímeros visam aumentar a qualidade, a 
segurança microbiológica, a estabilidade e a aparência dos produtos alimentares, de forma 
a aumentarem o seu tempo de prateleira [4]. Como exemplo, num estudo, a utilização de 
um revestimento de quitosana, que possuía propriedades antimicrobianas, evitou o 
aparecimento de fungos em maçãs após 8 dias de armazenamento sem refrigeração, tal 




Figura 2 – Fotografia de uma maçã revestida com filme de quitosana (A) e outra não revestida (B) após oito dias de 
armazenamento sem refrigeração. 
Uma das principais funções dos filmes e revestimentos é oferecer uma barreira de 
proteção de forma a modelar a transferência de gases, como o oxigénio e o dióxido de 
carbono e reduzir a perda de humidade e aromas entre o alimento e o ambiente. As 
propriedades de barreira mais comumente estudadas são a permeabilidade ao vapor de 
água (PVA) e a permeabilidade ao oxigénio (PO), permitindo perceber se os filmes podem 
ser utilizados para proteger os alimentos frescos ou processados do meio ambiente [8]. 
Baixos valores de permeabilidade ao vapor de água são pretendidos para evitar a 
desidratação dos alimentos. Enquanto a água é apenas fracamente e reversivelmente ligada 
aos frutos por pontes de hidrogénio, o oxigénio reage fortemente e irreversivelmente. 
Assim, a entrada de oxigénio conduz a uma permanente alteração (deterioração oxidativa) 
dos produtos alimentares. Uma ótima barreira ao oxigénio é crucial para se alcançar um 
tempo de prateleira mais longo [13]. O aumento da resistência à difusão de dióxido de 
carbono e oxigénio, concomitantemente, reduz a taxa de respiração o que conduz a um 
novo equilíbrio de concentração dos gases nos produtos alimentares. Portanto, a criação de 
um microclima com recursos a estas barreiras semipermeáveis é uma boa alternativa para a 
preservação de frutos e vegetais [2].  
Além disso, os filmes também mantêm a integridade do alimento por contribuírem 
para a sua proteção física e mecânica (danos mecânicos durante o transporte ou o 
armazenamento). A capacidade dos filmes em proteger os alimentos contra os danos 
físicos depende das propriedades mecânicas inerentes a cada filme. Estas propriedades 
traduzem o comportamento dos filmes quando sujeitos a uma tensão ou deformação. 
Os filmes e revestimentos podem também ser utilizados como portadores de outros 
compostos que permitem melhorar as suas propriedades. Estes compostos podem ser 
antioxidantes, corantes, reguladores de crescimento e agentes antimicrobianos que depois 
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são libertados na superfície dos alimentos para incrementar a qualidade sensorial e 
segurança microbiológica do alimento [14]. 
1.3. QUITOSANA 
1.3.1. Caracterização 
A quitina é o percursor direto da quitosana. A quitina é um polissacarídeo linear de 
elevada massa molecular, constituído essencialmente por unidades de β-(1,4)-2-acetamido-
2-desoxi-D-glucose (N-acetil-D-glucosamina) (Figura 3), apresentando uma cadeia similar 
à da celulose, exceto pela substituição dos grupos hidroxilo na posição 2 por grupos 
acetamida [15, 16]. 
 
 
Figura 3 – Estrutura química da quitina (A) e de quitosana (B) [4, 17] 
Este biopolímero é o segundo polissacarídeo mais abundante na natureza, logo a 
seguir à celulose [4] e trata-se do maior constituinte do exoesqueleto dos crustáceos [16], 
podendo, no entanto, ser também encontrado em insetos, fungos, leveduras, entre outros 
(Tabela 1). 
Tabela 1 – Fontes naturais de quitina [18] 
Animais marinhos Insetos Microrganismos 
Caranguejo Escorpiões Fungos  
Moluscos Aranhas Leveduras 
Lagosta Formigas Esporos 





Uma vez que a biodegradação da quitina nos resíduos da indústria dos crustáceos é 
muito lenta, a acumulação de grandes quantidades deste resíduo nas zonas costeiras torna-
se inevitável. Globalmente produzem-se cerca de 100 milhões de toneladas de quitina [2]. 
Desta forma, a produção de produtos de valor acrescentado a partir destes resíduos 
industriais tem um interesse acrescido. A partir de uma simples desmineralização para 
remoção do carbonato de cálcio (tratamento com ácido clorídrico diluído a quente) e uma 
desproteinização (tratamento com hidróxido de sódio diluído a quente), a quitina pode ser 
recuperada dos subprodutos da indústria dos crustáceos (Figura 4) [2]. 
 
Figura 4 – Processo geral de obtenção da quitina e da quitosana (adaptado de Aranaz et al.[17]) 
A quitosana é um polissacarídeo obtido a partir da desacetilação parcial da quitina, 
obtendo-se um polímero linear de elevada massa molecular composto maioritariamente por 
unidades de β-(1,4)-2-amino-2-desoxi-D-glucose (D-glucosamina) (Figura 3 B) [16].  
A quitosana é preparada pela hidrólise dos grupos acetamida da quitina em 
condições alcalinas severas, formando-se grupos amina. Geralmente é utilizado hidróxido 
de potássio ou de sódio com uma concentração de 30-50 % (w/v) a elevadas temperaturas 
(100 °C) [17]. No entanto, esta reação de desacetilação é, na maior parte das vezes, apenas 
parcial mesmo em condições extremas, levando a que a cadeia polimérica de quitosana seja 
comumente descrita como um copolímero de unidades de N-acetil-D-glucosamina 
(GlcNAc) e D-glucosamina (GlcN). A diferença entre quitina e quitosana reside no grau de 
desacetilação (GD), ou seja, no número médio de unidades de glucosamina por 100 
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unidades monoméricas na cadeia de quitosana. Convencionalmente, trata-se de quitosana 
quando esta tem um grau de desacetilação superior a 60 %, no entanto, este varia 
normalmente entre 70 a 95 %, dependendo do método utilizado [19]. 
A quitosana tem três tipos de grupos funcionais reativos, um grupo amina, um 
grupo hidroxilo primário e um grupo hidroxilo secundário nas posições C-2, C-3 e C-6, 
respetivamente [20]. Estes grupos reativos conferem à quitosana uma série de 
características, nomeadamente: 1) capacidade para formar géis e filmes com boas 
propriedades mecânicas [15], 2) propriedades biofuncionais e biocompatíveis com órgãos, 
tecidos e células de animais e plantas [3], 3) biodegradabilidade [3], 4) propriedade 
antimicrobiana [21], 5) capacidade antioxidante [17], 6) não tóxica [22], 7) quelatação de 
metais pesados [4], 8) propriedade anticolesterolémica [17] e 9) capacidade de poder ser 
modificada química e enzimaticamente [19]. 
1.3.2. Propriedades físico-químicas 
As diferentes propriedades físico-químicas da quitosana, nomeadamente o grau de 
desacetilação (GD), a massa molecular (Mm) e a viscosidade influenciam as suas 
propriedades biológicas e as suas possíveis aplicações, tal como está representado na 
Tabela 2 [17]. 
 
Tabela 2 – Relação entre as propriedades biológicas da quitina e da quitosana e as suas características físico-químicas 
Propriedade Característica 




Antimicrobiana GD, Mm 
Anticolesterolémica GD, Mm, viscosidade 
Antioxidante GD, Mm 
 
Quanto maior o grau de desacetilação (GD), mais reativa se torna a molécula por 
ter mais grupos amina. Os grupos amina fazem da quitosana um polieletrólito catiónico 
(pKa = 6,5) [22]. Em consequência disto, a quitosana é insolúvel em água, soluções básicas 
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e solventes orgânicos, mas é solúvel na maioria das soluções orgânicas ácidas quando o pH 
da solução é menor que 6,5. Em meio aquoso ácido a quitosana tem cargas positivas nos 
grupos amina (NH3
+
) que conferem a este polímero a capacidade de aderir moléculas com 
carga negativa e têm também alguns grupos amina na forma neutra (NH2) capaz quelatar 
iões positivos [22]. Assim, a quitosana é um bom agente coagulante e floculante devido à 
elevada densidade de grupos amina, que podem interagir com as substâncias carregadas 
negativamente, como algumas proteínas e polissacarídeos. No entanto, a quitosana 
comporta-se de uma forma diferente no que diz respeito aos iões metálicos de transição. O 
azoto no grupo amina da molécula de quitosana atua como dador de eletrões e é 
presumivelmente responsável pela quelatação seletiva com os iões metálicos. O grupo 
amina livre na quitosana é mais efetivo a ligar iões metálicos que o grupo acetilo na 
quitina. O que leva a considerar que quanto o maior índice de grupos amina livres da 
quitosana, maior a taxa de quelatação de iões metálicos. No entanto, a capacidade de 
quelatação da quitosana é dependente de muitos outros fatores, como a cristalinidade, a 
solubilidade e o pH [19]. De uma forma geral, o mecanismo de quelatação é mais eficiente 
a elevado pH, pois os grupos amina não estão protonados e o par de eletrões do azoto da 
amina está disponível para doar os eletrões aos iões metálicos. O pH determina a 
proporção de locais disponíveis para interação na cadeia do polímero [23]. Segundo o 
modelo proposto por Wang et al. [24], o metal é o aceitador de eletrões e está ligado a uma 
ou mais cadeias de quitosana através do NH2 e forma pontes com o grupo hidroxilo, como 
está representado na Figura 5. 
 
 
Figura 5 – Complexação de um ião metálico à quitosana de acordo com o modelo descrito por Wang et al. [24]. 
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A massa molecular (Mm) da quitina nativa é normalmente maior que um milhão de 
Daltons, enquanto a quitosana comercial mais comum varia entre 100 e 1000 kDa. As 
condições severas a que a quitosana é sujeita durante o processo de extração podem 
conduzir à sua degradação e consequente redução do tamanho das moléculas [19]. 
A viscosidade é outra importante propriedade físico-química. Esta é influenciada 
por diversos fatores, como o grau de desacetilação do polímero, a massa molecular, a 
concentração de quitosana, a força iónica, o pH e a temperatura. De uma forma geral, 
quando a temperatura aumenta, a viscosidade do polímero em solução diminui. No entanto, 
uma alteração do pH na solução do polímero pode originar diferentes resultados 
dependendo do tipo de ácido. Em soluções aquosas com ácido acético, a viscosidade da 
quitosana tende a aumentar com a diminuição do pH, enquanto com ácido clorídrico a 
viscosidade diminui quando o pH é baixo. A viscosidade intrínseca da quitosana depende 
do grau de ionização e da força iónica. Um aumento tanto no grau de ionização da 
quitosana como da força iónica conduz à diminuição da viscosidade intrínseca da solução 
de quitosana [19]. 
1.3.3. Propriedade antimicrobiana 
A atividade antimicrobiana da quitosana tem sido demonstrada para muitas 
bactérias, fungos filamentosos, leveduras [21] e vírus [25]. A quitosana tem algumas 
vantagens em relação a outros desinfetantes, dado que tem um largo espectro de ação e tem 
baixa toxicidade para as células mamíferas.  
De uma forma geral, a quitosana tem sido considerada um bactericida (mata as 
bactérias) ou bacteriostático (inibe o crescimento bacteriano). Os mecanismos desta 
atividade ainda não são bem compreendidos, mas têm sido propostos vários modelos [22]. 
As interações electroestáticas entre as moléculas policatiónicas da quitosana e a 
carga negativa dos componentes das membranas, como os lipopolissacarídeos das bactérias 
Gram negativas e as proteínas da parede, têm sido vistas como sendo responsáveis pela 
perda da estrutura das membranas e pela consequente perda dos organelos celulares, dado 
que ocorre a despolarização das membranas celulares e disrupção da integridade das 
ligações moleculares levando à morte celular [22]. Portanto, maior densidade de cargas 
positivas, mais interações electroestáticas se dão entre o polímero e o microrganismo, logo 
maior o poder bacteriano. Por outro lado, está também descrito que a quitosana também 
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pode penetrar através da parede celular para o interior das células onde se liga ao DNA 
(carga negativa), o que vai interferir na síntese de mRNA e proteínas [22]. Assim, quanto 
menor for o polímero de quitosana, mais facilmente penetra na parede e núcleo. Por 
exemplo, Liu et al. [26] verificaram que oligómeros de quitosana entre 5 a 8 kDa 
penetraram dentro da E.coli e mostraram boa atividade antimicrobiana. Outro mecanismo 
de ação reside no facto da quitosana ter capacidade para quelatar nutrientes essenciais e 
iões metálicos importantes para a estabilização das membranas das bactérias, inibindo, 
consequentemente, o crescimento bacteriano. Finalmente, a desidratação, a gelificação, a 
inibição enzimática e as propriedades floculantes da quitosana são outras propriedades que 
podem estar envolvidas na ação antimicrobiana [22].  
A eficácia bactericida ou bacteriostática da quitosana depende de vários fatores que 
estão divididos em quatro categorias: fatores microbianos, fatores intrínsecos da quitosana, 
estado físico da quitosana e os fatores ambientais. 
A quitosana tem uma diferente inibição contra diferentes espécies microbianas. Nos 
fungos, atua tanto na supressão da esporulação como na germinação de esporos. Esta 
capacidade antifúngica é maior a valores de pH mais baixos. A quitosana também inibe 
bactérias Gram positivas e Gram negativas, mas de forma diferente devido às diferenças na 
superfície destas bactérias. No entanto, o efeito antimicrobiano da quitosana nestas 
bactérias é, de certa forma, controverso. Alguns autores reportaram que a quitosana tem 
um efeito maior em Gram positivas do que em Gram negativas. No entanto, 
contrariamente, também foi demonstrado que o caráter hidrofílico das Gram negativas é 
consideravelmente mais elevado que o das Gram positivas, tornando-as mais sensíveis à 
quitosana. Na Tabela 3 constam algumas das estirpes bacterianas e alguns dos fungos 
inibidos pela quitosana, segundo a bibliografia [23]. 






















O estado físico da quitosana também tem influência na sua ação. De uma forma 
geral, a quitosana solúvel e os seus derivados são mais eficazes na inibição do crescimento 
bacteriano. Em comparação com a quitosana solúvel, a quitosana em estado sólido apenas 
entra em contacto com a solução através da superfície, daí que a sua ação antimicrobiana 
seja inferior [21]. 
Finalmente, a atividade antimicrobiana da quitosana é dependente de fatores 
ambientais, como a temperatura e o pH. A quitosana torna-se policatiónica a um pH 
inferior ao pKa da molécula (6,3-6,5). A quitosana mostra definitivamente um efeito 
inibitório mais forte a pHs mais baixos [27]. A dificuldade para a quitosana tornar-se 
bactericida a pH 7 pode ser devido à presença de poucas cargas positivas do grupo amina, 
assim como à fraca solubilidade da quitosana. Quando o pH é superior ao pKa, os efeitos 
hidrofóbicos e quelantes são responsáveis pela atividade antimicrobiana em vez do efeito 
electroestático [21]. A temperatura também constitui um fator ambiental importante. 
Estudos demonstraram que a suscetibilidade da E. coli à quitosana aumenta com o aumento 
da temperatura de 4 a 37 °C, sugerindo que a baixas temperaturas o stress provocou 
alterações na superfície das células, diminuindo a sua electronegatividade, logo o número 
de sítios onde a quitosana se podia ligar [28]. 
1.3.4. Propriedades antioxidantes 
Muitos antioxidantes são usados como aditivos alimentares, de forma a proteger 
compostos que são suscetíveis à degradação por oxidação e prevenir, desta forma, a 
prematura perda de qualidade desses alimentos. A prevenção da oxidação pode ocorrer por 
vários mecanismos: 1) captura de radicais livres, que estão associados a espécies reativas 
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de oxigénio (ROS) que causam o envelhecimento e a morte celular; 2) baixo potencial 
redox, oxidando-se em favor dos outros constituintes alimentares menos oxidáveis; 3) pela 
complexação de iões metálicos, que de outra forma iriam acelerar a oxidação lipídica, por 
facilitarem a transferência de eletrões nas reações [29]. 
A quitosana tem mostrado ter uma significativa capacidade de captar diferentes 
espécies de radicais, sendo os resultados obtidos para os oligossacarídeos comparáveis aos 
obtidos com antioxidantes comerciais, como o trolox [17, 30]. Estudos efetuados com 
quitosana revelaram que a sua atividade antioxidante depende quer do GD quer da Mm do 
polímero. Maiores valores de GD têm uma maior capacidade de captar esses radicais. Por 
outro lado, um estudo utilizando sumo de maçã, com quitosanas de diferentes tamanhos 
mostrou que a quitosana com baixa Mm tinha um efeito superior na eliminação de radicais 
de DPPH, peróxido de hidrogénio e superóxido relativamente a quitosanas com maiores 
Mm. Assim, quanto menor a Mm, maior a capacidade antioxidante [31]. 
A quitosana também exibe propriedades antioxidantes devido à sua capacidade de 
formar complexos com muitos metais de transição [32]. A quitosana pode quelatar iões 
ferrosos e assim retardar a oxidação lipídica, pela eliminação da sua atividade pró-oxidante 
ou da sua conversão em ião férrico [17]. Desta forma, a quitosana pode estabilizar os 
lípidos nos alimentos e assim prolongar o seu tempo de prateleira. A quitosana com menor 
Mm mostrou também uma maior capacidade para quelatar iões ferrosos [17, 31]. 
1.3.5. Aplicações 
A quitosana é uma molécula com um grande potencial para aplicações nas mais 
variadas áreas, nomeadamente, nas áreas biomédica e alimentar (Tabela 4). As diferentes 
aplicações dependem das diferentes propriedades da quitosana. Com uma modificação 
química ou enzimática apropriada, como uma copolimerização ou uma despolimerização 









Tabela 4 – Resumo das aplicações biomédicas, alimentares e outras da quitosana 
Área de aplicação Exemplos 
Biomédica 
Cicatrização de feridas 
Tratamento de queimaduras 
Substituição da pele 
Libertação controlada de fármacos 
Alimentar 
Suplemento  
Clarificação de sumos 
Controlo do acastanhamento enzimático 
Agentes de emulsificação 
Filmes e revestimentos 
Outras 
Purificação de águas residuais 
Composição de cosméticos 
Antimicrobiano oral 
Revestimento de papel 
Processos de separação por cromatografia 





A quitosana tem inúmeras aplicações biomédicas devido à sua elevada 
biocompatibilidade. Os oligómeros de quitosana têm demonstrado propriedades de 
cicatrização de feridas devido à sua capacidade para estimular a produção de fibroblastos, 
afetando o fator de crescimento dos mesmos. Posteriormente, a produção de colagénio 
facilita a formação de tecido conectivo [33]. Por outro lado, a quitosana é um promissor 
candidato para o tratamento de queimaduras, dado que consegue formar filmes 
biocompatíveis resistentes e com uma excelente permeabilidade ao oxigénio, para além do 
seu papel enquanto cicatrizante e antimicrobiano. Além disso, os filmes de quitosana têm a 
capacidade de absorver água e são naturalmente degradados pelas enzimas do corpo, ou 
seja, não precisam de ser removidos [34]. 
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Uma importante aplicação da quitosana na indústria farmacêutica é o 
desenvolvimento de sistemas para a libertação controlada de fármacos como as 
nanopartículas, os hidrogéis, as microesferas e os filmes. É o carácter polimérico catiónico 
da quitosana e os seus grupos funcionais reativos que conferem a possibilidade da sua 
utilização na terapia da libertação controlada de fármacos [2]. 
A quitosana tem sido utilizada em múltiplos suplementos nutricionais devido à sua 
capacidade para se ligar à gordura, tratando-se, portanto, de um anticolesterolémico. 
Existem vários mecanismos que foram propostos para a redução do colesterol pela 
quitosana. Por um lado, a solução viscosa do polissacarídeo causa o aprisionamento da 
gordura e do colesterol o que leva à redução da sua absorção no organismo. Por outro lado, 
a presença dos grupos amina na estrutura permite que existam forças electroestáticas entre 
a quitosana e as substâncias aniónicas, como os ácidos gordos e os ácidos biliares [20]. 
A aplicação de um filme de quitosana pode controlar o acastanhamento enzimático 
dos frutos e vegetais, retardando-o, pois inibe a atividade da enzima polifenoloxidase e 
também inibe parcialmente a peroxidase. Além disso, a quitosana forma uma barreira na 
superfície dos frutos, o que leva à redução do oxigénio necessário para a oxidação 
enzimática dos compostos fenólicos [35].  
O processo de clarificação dos sumos de fruta envolve geralmente o uso de agentes 
de clarificação, como a gelatina, taninos, caseinato de potássio entre outros. A quitosana 
também é um bom agente de clarificação para o sumo de uva e de maçã com ou sem 
tratamento com pectinases, diminuindo a turbidez do produto final. A quitosana com uma 
elevada densidade de cargas positivas tem também sido usada para controlar a acidez dos 
sumos de fruta [20].  
A quitosana funciona também como agente de emulsificante, pois produz emulsões 
água/óleo/água (W/O/W) estáveis sem se adicionar nenhum surfactante, uma vez que é 
composto por uma mistura de moléculas com diferentes GD. Algumas moléculas menos 
desacetiladas podem estabilizar as gotas de água dentro das gotas de óleo (W/O), enquanto 
as moléculas mais hidrofílicas (maior GD) estabilizam as gotas de óleo em água (O/W) 
[36, 37].  
A quitosana tem sido usada com sucesso para a produção de filmes devido às suas 
propriedades antimicrobianas e antioxidantes. Os filmes semipermeáveis de quitosana 
diminuem as perdas por transpiração, retardam o amadurecimento dos frutos e legumes 
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(por reduzirem a concentração de etileno e haver uma acumulação de dióxido de carbono) 
[25] e têm a capacidade de retardar a taxa de transferência de oxigénio, aromas, óleo e 
solutos [16]. Apesar dos filmes de quitosana serem transparentes e resistentes, têm a 
desvantagem de serem pouco flexíveis e difíceis de manufaturar [2].  
A purificação de águas residuais industriais antes da sua descarga no meio 
ambiente tem sido uma preocupação ambiental dado que estas águas residuais contêm 
metais pesados e pesticidas que se podem acumular na cadeia alimentar e provocar 
problemas para a saúde. Assim, a quitosana pode ser utilizada como uma ferramenta para 
tratamento da água devido à capacidade dos grupos – NH2 livres para formar ligações 
covalentes ou coordenar com iões metálicos, eliminando esses contaminantes das águas [2, 
38]. 
A quitosana tem sido estudada como um revestimento em folhas de papel, devido à 
sua capacidade em formar filmes fortes e à sua similaridade estrutural com a celulose [16]. 
Pode também ser utilizada nos processos de separação por cromatografia [34], na 
imobilização de enzimas pela adsorção ou a fixação por ligações entrecruzadas com a 
quitosana insolúvel [39]. 
Na agricultura, a quitosana e os seus derivados podem ser usados como 
revestimento das sementes, protegendo-as contra o ataque de microrganismos, mesmo a 
baixas concentrações. A quitosana também se comporta como fertilizante ao acelerar a 
germinação e o crescimento das plantas [40]. Além disso, a quitosana também tem sido 
aplicada na produção fibras têxteis para aplicações biomédicas [41].  
A quitosana tem sido também utilizada em produtos cosméticos, como por exemplo 
em champôs e condicionadores, pois devido à sua natureza policatiónica e capacidade 
formação de géis vão reduzir a repulsão de cargas negativas e aumentar a retenção de água 
dos cabelos, respetivamente, tornando-os mais suaves [2]. A quitosana pode até ser 
utilizada em pastilhas elásticas para suprimir o crescimento de bactérias orais [42]. 
1.4. FILMES À BASE DE QUITOSANA 
Tal como foi anteriormente referido, uma das propriedades com bastante interesse 
industrial é a capacidade da quitosana em formar filmes. Como a quitosana é 
biocompatível e não tóxica, estes filmes apresentam a vantagem de poderem estar em 
contacto com os produtos alimentares. No entanto, os filmes de quitosana apresentam 
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algumas limitações na sua aplicação, tanto nas suas características mecânicas como em 
algumas características físico-químicas. 
A maior desvantagem da quitosana é a sua solubilidade intrínseca em água, que 
limita a sua utilização como material de empacotamento. O pH ácido da maior parte dos 
frutos e legumes pode afetar adversamente as moléculas de quitosana, visto que ela torna-
se solúvel em soluções ácidas diluídas [43]. Outra desvantagem é o facto dos filmes de 
quitosana apresentarem uma elevada permeabilidade ao vapor de água [20], limitando a 
sua capacidade de criação de um microclima controlado e conduzindo à desidratação do 
produto [44]. O desempenho mecânico deste filmes geralmente também não é satisfatório 
para a maioria das aplicações. Apesar de serem resistentes, os filmes de quitosana são 
normalmente caracterizados pela limitada elongação, o que não é desejável, pois tornam-se 
pouco flexíveis [2].  
As propriedades antioxidantes, de barreira, mecânicas, entre outras, dependem de 
fatores intrínsecos como a composição do filme, a sua espessura e as técnicas de 
preparação. Assim, a incorporação de compostos adicionais aos filmes de quitosana podem 
alterar as suas propriedades [8]. Consequentemente tem havido um crescente interesse em 
desenvolver filmes à base de quitosana com determinadas modificações químicas para 
produção de materiais mais funcionais. Métodos desenvolvidos para a modificação 
química dos filmes à base de quitosana como o grafting (ligação de enxertos) e o 
crosslinking (reticulação polimérica) representam vias eficazes para alterar as suas 
propriedades. No grafting ligam-se determinados compostos ao polímero de quitosana de 
forma a melhorar uma propriedade específica, como por exemplo a ligação de compostos 
fenólicos ou de nisina para melhorar a capacidade antioxidante ou antimicrobiana [45, 46]. 
O método de crosslinking consiste na utilização de crosslinkers (agentes de 
entrecruzamento), permitindo ligar outros polímeros ao polímero de quitosana ou 
diferentes cadeias de quitosana entre si. Quando temos cadeias de quitosana extensamente 
ligadas por crosslinking, as suas propriedades são muito diferentes das do polímero inicial. 
A reticulação do polímero leva à formação de uma rede covalente tridimensional 
permanente que pode permitir a difusão de água e materiais bioativos e melhorar as 
propriedades do polímero [6, 47]. Finalmente, também se podem incorporar, sem qualquer 
modificação química, determinados polímeros como outros polissacarídeos e proteínas ou 
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óleos com o objetivo de melhorar determinadas propriedades dos filmes à base de 
quitosana para diversificar a sua aplicação.  
1.4.1. Filmes de copolímeros à base de quitosana 
Filmes de quitosana com outros polímeros naturais, como as proteínas, os 
polissacarídeos e os poliésteres, têm sido desenvolvidos de forma a obter copolímeros com 
características mais vantajosas para determinada aplicação. A comparação entre as 
propriedades dos diferentes copolímeros é difícil, dado que existem muitas variáveis, 
nomeadamente, quanto ao grau de desacetilação da quitosana, massa molecular, 
quantidade e tipo de plastificantes utilizados, espessura dos filmes, condições em que são 
feitos os vários testes, entre outros. No entanto, na Tabela 5 faz-se um resumo de alguns 
copolímeros e as suas propriedades mecânicas, permeabilidade ao vapor de água (PVA) e 
antimicrobianas que se encontram descritas na bibliografia. 
 
Tabela 5 – Filmes à base de quitosana com proteínas, polissacarídeos e poliésteres e as suas propriedades mecânicas, de 





























0,5:0,5 a) 5,2 1,7 41,7 
S. aureus [3] 
1:0,5 a) 7,3 1,9 39,2 
1,5:0,5 a) 10,2 1,6 37,5 
2:0,5 a) 14,2 2,6 38,8 
Quitosana 
- - Controlo 26,0 28,2 15,5 Não foi testado [47] 
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 CH90 b) 24,8 28,7 11,6 
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51,1 10,7 5,43 
Não foi testado [10] 
0,30:0,30:0,15 43,3 7,2 3,75 
0,25:0,25:0,25 39,9 4,6 3,49 
0,15:0,15:0,45 16,8 1,3 4,80 
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Proteína do 
soro do leite 
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- - controlo 23,7 54,6 0,26 











5 % ECV 25,1 58,1 0,20 
10 % ECV 28,4 60,4 0,18 
20 % ECV 27,5 60,7 0,09 
a) Farinha de banana : quitosana (razão g/100 ml de solução); b) 90 ml de quitosana a 2 % + 10 ml de PCL a 5 %; c) 80 ml de quitosana  
a 2 % + 20 ml de PCL a 5 %; d) 70 ml de quitosana a 2 % +30 ml de PCL a 5 %; e) Gelatina de bovino + 1.5 % de quitosana em 4 g de 
gelatina/100 ml água destilada. Foi também adicionado glicerol + sorbitol, cada um com concentração de 0,15g/g do total do polímero; 
f) O índice de quitosana, KGM e SPI foi representado em g/100 mL, o índice de glicerol foi de 0,003 g/100 mL e o pH da solução foi 3. 
 
Pitak et al. [3] testaram as propriedades de filmes de quitosana com farinha de 
banana (73,4 % de amido) e 0,5 ml de glicerol (plastificante). De uma forma geral, a PVA 
dos filmes diminuiu com o aumento do conteúdo de farinha de banana. Quando a 
quantidade de farinha de banana aumenta, tanto a força de tensão como a elongação 
aumentaram, tal como é pretendido para uma melhor proteção dos produtos alimentares 
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(Tabela 5). A solubilidade diminui de 64,2 % para 40,9 % quando a razão de farinha de 
banana aumenta de uma razão de 0,5 para 2, o que também é desejável. Estes filmes 
mostraram ainda atividade antimicrobiana contra Staphylococcus aureus. 
Nos filmes de quitosana com poli-ε-caprolactona (PCL), um poliéster flexível, 
biodegradável e não tóxico [49, 50], os valores de PVA diminuem com o aumento da 
quantidade de PCL, devido à natureza hidrofóbica desse polímero [47]. Estes filmes têm 
valores de força de tensão (FT) da mesma magnitude que os dos filmes de quitosana puros, 
exceto para o filme CH70, o filme que contem a maior percentagem de PCL incorporada 
(70 ml de quitosana a 2 % + 30 ml de PCL a 5 %), provavelmente devido à ocorrência de 
uma separação de fases. A elongação aumentou com o aumento do conteúdo de PCL à 
exceção novamente do filme em que a quantidade de PCL é superior. 
A gelatina e a quitosana podem interagir através de interações eletroestáticas e 
ligações de hidrogénio para formar um filme com melhores propriedades que as 
propriedades destes filmes individualmente [6]. Nesta combinação, a solubilidade do filme 
decresceu em relação à quitosana pura e a elongação aumentou (Tabela 5) principalmente 
quando comparada com o filme de apenas gelatina, tal como era pretendido. Os filmes 
resultantes mostraram atividade antimicrobiana contra Staphylococcus aureus. 
Jia et al. [10] estudaram um filme compósito constituído por quitosana, 
glucomanana Konjac (GMK) e por isolado de proteína de soja (IPS) em diferentes 
proporções. Verificou-se que a incorporação de IPS à matriz do polímero de quitosana e 
GMK diminuiu a PVA, no entanto os valores das propriedades mecânicas também 
diminuiram, tal como se pode verificar na Tabela 5. 
Di Pierro et al. [25] desenvolveram filmes de quitosana com proteína do soro do 
leite para preservação do queijo Ricotta, dado que estes filmes podem combinar as 
propriedades microbianas da quitosana com uma desejável permeabilidade ao vapor de 
água. A introdução da proteína do soro do leite permitiu baixar a permeabilidade ao 
oxigénio e ao dióxido de carbono e aumentar a permeabilidade ao vapor de água. Para esta 
aplicação, o filme deve permitir o movimento de água para prevenir a condensação e, 
consequentemente, a contaminação microbiológica do queijo. 
Dos estudos acima mencionados, nenhum determinou a atividade antioxidante dos 
filmes, tal como acontece para a maioria dos estudos de filmes à base de quitosana com 
compostos incorporados. No entanto existem autores que caracterizaram os filmes também 
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quanto a esta importante característica. Siripatrawan et al. [48] verificaram quanto maior a 
razão de extrato aquoso de chá verde (ECV) nos filmes de quitosana, maior era o índice em 
compostos fenólicos e consequentemente maior a atividade antioxidante determinada pelo 
método de DPPH. A incorporação destes extratos também melhorou as propriedades de 
barreira e mecânicas. 
1.4.2. Filmes à base de quitosana com óleos 
A combinação da quitosana com alguns lípidos pode resultar em filmes com 
características otimizadas [51]. Os lípidos têm sido incorporados para formar filmes 
compósitos, principalmente com o objetivo de reduzir a permeabilidade ao vapor de água 
destes materiais hidrofílicos. Os óleos essenciais são lípidos interessantes para serem 
incorporados em filmes, dado que estes extratos de plantas também exibem capacidades 
antioxidantes e atividade antimicrobiana para uma grande variedade de bactérias, leveduras 
e fungos [52]. A preparação da dispersão para a formação dos filmes necessita da 
emulsificação da fase oleosa na fase aquosa para permitir a formação do filme. A quitosana 
tem sido usada para estabilizar as emulsões óleo em água (O/W) de emulsões com óleo de 
girassol [36] e de dispersões com ácido oleico [53] e óleos essenciais [54] sem a adição de 
outros surfactantes, tal como está demostrado na Tabela 6. Tem sido provado que a 
quitosana fica adsorvida na interface óleo-água, aumentado a estabilidade da emulsão pelo 
efeito electroestérico, dado que a taxa de floculação diminui [55]. O tamanho das gotas é 
outro fator determinante para a estabilidade da emulsão e afeta outras propriedades 













Tabela 6 – Filmes à base de quitosana com incorporação de óleos e as suas propriedades mecânicas, de permeabilidade e 
antimicrobianas 
Óleo Ligação Concentração 
Propriedades 
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CH 113 22 124 . 
[54] 
CH-1BO 63 5,5 86 
Penicillium 
italicum 
CH-2BO 50 6 92 
Penicillium 
italicum 









CH ≈85 b) ≈7 b) 83 c) 
Não foi testado [55] CH:0,5T ≈48 
b)
 ≈36 b) 33 c) 







CH ≈85 b) ≈7 b) 83 c) 
Não foi testado [55] CH:0,5M ≈33 b) ≈38 b) 42,6 c) 












0,6 % T 31,1 3,2 - 
1,2 % T 32,9 1,8 - 
a) Homogeneização da dispersão formadora de filmes com um Rotor; b) Valores aproximados (obtidos a partir de um gráfico de barras); 
c) Homogeneização da dispersão formadora de filmes por MF. 
Bonilla et al. [55] caracterizaram as propriedades mecânicas e de barreira dos 
filmes de quitosana contendo óleos de manjericão e tomilho. Verificaram que o tipo de 
óleo não afetou significativamente o PVA. No entanto, e com recurso à microfluidização, 
método de homogeneização que origina emulsões com partículas muito pequenas, 
verificaram um decréscimo significativo nos valores de PVA na matriz de quitosana 
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quando a proporção de quitosana:óleo foi de 1:0,5, mas não houve nenhuma alteração 
significativa em relação à quitosana pura quando esta proporção passou a ser de 1:1 
(Tabela 6). Quando a concentração de óleo é baixa, o efeito do aumento geral da natureza 
hidrofóbica da matriz pode predominar sobre o efeito da perda da coesão da matriz, devido 
ao elevado grau de contacto entre a quitosana e o óleo que contribuiu para o decréscimo 
das forças de coesão de toda a rede do polímero, conduzindo ao decréscimo do transporte 
de vapor de água. No entanto, a elevadas concentrações de óleo, estes efeitos parecem estar 
balançados.  
Altiok et al. [57] também incorporaram óleo de tomilho em filmes de quitosana, 
mas também testou a capacidade antimicrobiana e antioxidante dos filmes. Apenas os 
filmes com 1,2 % de óleo de tomilho (v/v) demonstraram ter capacidade antimicrobiana 
contra a Escherichia coli, Klebsiella pneumonia, Pseudomonas aeruginosa e 
Staphylococcus aureus. A atividade antioxidante foi avaliada pelo método de ABTS, os 
resultados obtidos demonstraram que quanto maior a percentagem de óleo no filme, maior 
a sua ação antioxidante. 
1.5. SUBPRODUTO DA INDÚSTRIA VINÍCOLA: O BAGAÇO DE UVA 
Devido à crescente produção de resíduos, a sua gestão é uma questão cada vez mais 
pertinente na sociedade atual. O tratamento de resíduos é importante não só para a proteção 
do ambiente, mas também porque estes podem ser encarados como uma importante fonte 
de recursos. Esta importância torna-se ainda mais relevante quando um setor tem elevado 
peso na economia de um país, como é o caso do setor vinícola. 
As uvas são das maiores colheitas de frutos, com mais de 60 milhões de toneladas 
produzidas anualmente a nível mundial, onde cerca de 80 % da colheita é usada na 
produção do vinho [58], formando grandes quantidades de resíduos. Estima-se que cerca 
de 13 % do peso das uvas processadas pela indústria vinícola acaba como subproduto [59]. 
Em Portugal, o setor vinícola é significativo, com uma produção média anual de 7.000.000 
hL de vinho, o que corresponde a uma vinificação de 10.000.000 toneladas de uvas por ano 
[60]. 
O bagaço é o principal subproduto da indústria vinícola e é o conjunto sólido de 
massa, separado por prensagem da maior parte do líquido. Este é constituído pelas 
grainhas, pelas películas e pelos engaços das uvas que ficam retidos no mosto depois do 
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esmagamento [61]. A sua composição varia consideravelmente dependendo da variedade 
da uva e principalmente da tecnologia utilizada para fazer o vinho. 
O bagaço de uva já tem sido utilizado para diversos fins, como por exemplo para a 
obtenção de aguardente, etanol, óleo da grainha da uva, tartarato e também para a extração 
de antocianinas e taninos, para as indústrias enológica e farmacêutica. É ainda usado como 
adubo para solos e é incorporado em alimentos para animais [62]. 
O bagaço de uva é constituído principalmente por água (60-70 %) e pela parte sólida. 
No entanto, é também constituído por [58]: 
 lípidos; 
 compostos fenólicos, tais como polifenóis e taninos; 
 ácido cítrico, tartárico e málico; 
 fibras dietéticas; 
 etanol. 
Yi et al. [63] identificaram no bagaço de uva 5 classes de lípidos: lípidos polares, 
esteróis, ácidos gordos livres, triglicéridos e ésteres de colesterol. Baydar et al. [64] 
determinaram a composição em ácidos gordos de extratos de óleo do bagaço de uva e das 
grainhas e concluíram que os subprodutos do vinho são uma boa fonte de óleos vegetais 
comestíveis. O bagaço de uva é constituído por 5,5 a 8,7 % de triacilglicerídeos, 
dependendo da casta, enquanto as grainhas das uvas contêm 12,4 a 16 %. O ácido gordo 
mais abundante no bagaço e nas grainhas é o ácido linoleico (Tabela 7). 
 
Tabela 7 – Ácidos gordos nas grainhas e no bagaço de uva 
 
Percentagem de ácidos gordos 
Grainhas (%) Bagaço de uva (%) 
Ácido palmítico 7,2 - 10,2 8,6 - 10,6 
Ácido esteárico 2,9 - 4,6 3,6 - 4,6 
Ácido oleico 16,2 -  21,6 16,1 - 22,6 
Ácido linoleico 63,3 - 71,4 61,2 – 70,0 
Ácido linolénico 0,14 - 0,35 0,47 - 0,63 
 
O elevado conteúdo em polifenóis contribui consideravelmente para a atividade 
antioxidante do bagaço. As catequinas, epicatequinas, galato de epicatequinas, ácido 
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benzoico (ácido gálico) [63] e estilbenos [59] são os constituintes mais abundantes e são 
maioritariamente extraídos das películas e das grainhas das uvas. As propriedades 
antioxidantes do bagaço dependem da variedade de uva e dos seus constituintes. Estes 
compostos fenólicos possuem várias propriedades biológicas, como anti-inflamatórias, 
anticarcinogénicas, antimutagénicas, antimicrobianas e são inibidores da oxidação das 
lipoproteínas de baixa densidade [63]. 
Os compostos extratáveis do bagaço de uva como as pectinas, celuloses, açúcares e 
os óleos podem também ser utilizados para adicionar a soluções formadoras de filmes de 
forma a melhorar algumas propriedades destes filmes. Deng et al. [65] adicionaram aos 
extratos do bagaço de uva obtidos com água quente uma pequena quantidade de 
polissacarídeos, nomeadamente pectinas com baixo grau de metoxilação, e alginato de 
sódio e mostraram que os filmes resultantes apresentavam uma cor atrativa e propriedades 
de barreira e mecânicas comparáveis a outros filmes com aplicações alimentares. Além 
disso, os compostos fenólicos podem também conferir outras propriedades, uma vez, que 
podem incrementar as atividades antioxidantes e antimicrobianas dos filmes.  
1.6. ÂMBITO DO TRABALHO 
A quitosana tem comprovadamente propriedades antibacterianas e antioxidantes 
que são fundamentais para aplicações alimentares, com a vantagem adicional de que a sua 
utilização conduz à valorização de resíduos muito abundantes, tal como os resíduos das 
indústrias dos crustáceos. Além disso, a quitosana tem a capacidade de formar filmes 
resistentes, transparentes e com boas propriedades de barreira ao oxigénio. No entanto, a 
sua permeabilidade ao vapor de água, a solubilidade em meios ácidos e a flexibilidade não 
são as mais desejáveis para muitas das aplicações alimentares. Estas propriedades podem 
ser melhoradas preparando filmes de quitosana misturados com outros compostos ou 
polímeros. 
O bagaço de uva é um subproduto muito produzido em Portugal, pelo que a sua 
valorização tem um enorme interesse económico. Este resíduo para além de ser constituído 
por biopolímeros, como polissacarídeos e proteínas, é também constituído por vários tipos 
de lípidos.  
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O objetivo deste trabalho consistiu em tornar os filmes de quitosana com os 
extratos do bagaço de uva incorporados com melhores propriedades antioxidantes e 
melhores propriedades mecânicas que os filmes constituídos apenas por quitosana. 
Também se pretendeu diminuir a solubilidade destes filmes de forma a poderem ser 
utilizados em produtos alimentares ácidos, como a maioria das frutas. Assim, prepararam-
se filmes à base de quitosana com do bagaço de uva, nomeadamente com extratos solúveis 
em água quente, assim como filmes compósitos de quitosana com óleo das grainhas e ceras 
das películas das uvas de forma a os tornar mais hidrofóbicos. Estes filmes foram, então, 
caracterizados quanto à sua composição química por FTIR, à sua humidade e solubilidade, 























2.1. EXTRATOS DO BAGAÇO DE UVA 
2.1.1. Amostra 
Neste trabalho foi utilizado o bagaço de uva da espécie Vitis vinifera (Touriga 
Nacional) cedida pela Dão Sul no ano 2011. O bagaço de uva esteve conservado a -18 °C 
cerca de 6 meses até à sua utilização. 
2.1.2. Extração com água quente 
As películas foram separadas manualmente das grainhas e dos engaços e foram 
posteriormente secas a cerca de 40 °C por 48 horas. O extrato aquoso foi obtido segundo o 
método descrito por Deng et al. [65], com algumas modificações. As películas secas foram 
moídas num moinho (Resch, ZM 1000) utilizando uma malha de 0,75 mm. A extração foi 
realizada com água destilada na razão de 1:10 (m/v) sobre agitação constante, a cerca de 70 
°C durante 10 minutos. A mistura foi depois colocada num banho a 50 °C durante 45 
minutos para incrementar o rendimento de extração. A mistura foi centrifugada a 15 000 
rpm durante 20 minutos por três vezes, filtrou-se sobre vácuo com filtros de papel e 
liofilizou-se. Foram obtidas duas frações que foram separadas, fração A, com uma 
tonalidade rosa claro e com uma textura semelhante a um sal e a fração B, com uma 
tonalidade rosa escura e uma textura elástica. Uma parte das duas frações foram 
adicionadas e solubilizadas e esta mistura foi dialisada numa membrana de 12-14 kDa de 
forma a eliminar os sais e depois foi novamente liofilizada, obtendo-se a fração C. 
2.1.3. Extração do óleo 
As grainhas depois de isoladas foram cuidadosamente lavadas e secas na estufa a 
40 °C durante cerca de 18 horas. Posteriormente foram moídas num moinho (Resch, ZM 
1000) utilizando uma malha de 0,5 mm. A grainha moída foi colocada num extrator de 
Soxhlet de 200 mL e foram utilizados 150 mL de n-hexano como solvente. O óleo foi 
extraído em cerca de 30 ciclos de extração durante 5 horas a 80 °C [64]. Após a extração o 
solvente foi evaporado a pressão reduzida num evaporador rotativo. A extração foi 
realizada em duplicado. 
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2.1.4. Extração das ceras 
O resíduo obtido após a extração aquosa das películas das uvas foi utilizado para a 
extração das ceras. A 26 g de resíduo seco foram adicionados 250 mL de clorofórmio num 
frasco de vidro Pyrex autoclavável, o frasco foi fechado colocado num banho a cerca de 70 
°C durante 30 minutos [66]. Posteriormente filtrou-se a mistura sobre vácuo utilizando 
filtros de papel. O solvente foi evaporado parcialmente num evaporador rotativo e deixou-
se evaporar até à secura à temperatura ambiente.  
2.2. CARACTERIZAÇÃO DOS EXTRATOS 
2.2.1. Determinação de hidratos de carbono  
2.2.1.1. Método Colorimétrico - Fenol/Ácido Sulfúrico 
O método colorimétrico do fenol/ácido sulfúrico, proposto por Dubois et al. [67], 
foi utilizado neste trabalho para a determinação da concentração de hidratos de carbono 
nos extratos obtidos com água quente (frações A, B e C).  
Este método baseia-se na determinação de açúcares simples, polissacarídeos e 
derivados incluindo os metil-ésteres com grupos redutores livres, após a desidratação dos 
mesmos pelo ácido sulfúrico e consequente complexação dos produtos formados com o 
fenol. A mudança da cor da solução para amarelo é medida na região do visível e é 
proporcional à quantidade de açúcares presentes na amostra [68].  
A cada tubo de ensaio foram adicionados 100 μL de amostra (com uma 
concentração entre 0,5 e 2,9 mg/mL dependendo da fração analisada) ou de padrão, para 
construir a curva de calibração, 1 mL de solução aquosa de fenol a 5 % e 2,5 mL de ácido 
sulfúrico concentrado (H2SO4). A solução foi agitada e deixada a reagir num banho a 100 
°C durante 10 minutos. As absorvâncias das amostras e dos padrões foram determinadas a 
490 nm (Jenway 6405 UV/Vis). A concentração de hidratos de carbono na amostra foi 
determinada usando uma curva de calibração com glucose (0 - 1 mg/mL). Todas as 
análises foram realizadas em triplicado. 
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2.2.1.2. Análise de Açúcares Neutros  
A análise de açúcares neutros foi determinada usando uma adaptação do método de 
Blakeney et al. [69] por Coimbra et al. [70]. 
A 1-2 mg de amostra de extrato de água quente (frações A, B e C) adicionaram-se 
200 μL de H2SO4 72 % (m/m), tendo-se deixado reagir à temperatura ambiente durante 3 
horas com agitação ocasional. No fim deste período de tempo foram adicionados 2,2 mL 
de água destilada, para se obter uma concentração de 1 M de H2SO4 e a hidrólise ocorreu a 
100 °C num bloco de aquecimento durante 2,5 horas. Após 1 hora, os tubos foram 
colocados num banho de água e foram retirados 0,5 mL de hidrolisado para análise de 
ácidos urónicos (ponto 2.2.1.3). 
Após a hidrólise arrefeceu-se a amostra num banho de gelo e foram adicionados 
200 μL de 2-desoxiglucose (1 mg/mL) como padrão interno. Transferiu-se 1 mL do 
hidrolisado para novos tubos de cultura e neutralizou-se o ácido com 200 μL de amónia 
(NH3) a 25 % e, de seguida, foram adicionados 100 μL de solução de 15 % (m/v) boro-
hidreto de sódio (NaBH4) em NH3 3 M para a redução dos açúcares a alditóis. Esta solução 
foi agitada e incubada a 30 °C durante 1 hora. Após arrefecer a solução num banho de 
gelo, foram adicionados 50 μL de AcOH (2x) para eliminar o excesso de NaBH4. 
Transferiram-se 300 μL desta solução para tubos sovirel e, num banho de gelo, foram 
adicionados 450 μL de 1-metilimidazol (catalisador) e 3 mL de anidrido acético, agitou-se 
bem e deixou-se a reagir a 30 °C durante 30 min. Num banho de gelo, foram adicionados 
3,0 mL de água destilada, para decompor o excesso de anidrido acético e 2,5 mL de 
diclorometano para promover a extração dos acetatos de alditol. Após agitação e 
centrifugação a 3000 rpm durante 30 segundos para a separação das duas fases, a fase 
aquosa foi aspirada por sucção. À fase orgânica foram adicionados, novamente, 3,0 mL de 
água destilada e 2,5 mL de diclorometano, centrifugada como descrito anteriormente e a 
fase aquosa aspirada. A fase orgânica foi lavada 3 vezes com 3 mL de água, de forma a 
remover completamente o 1-metilimidazol. A fase orgânica final, onde estão presentes os 
acetatos de alditol, foi evaporada num evaporador centrífugo e lavada com acetona anidra.  
Os acetatos de alditol foram dissolvidos em 50 μL de acetona anidra e 2 μL foram 
injetados num cromatógrafo (Perkin Elmer – Clarus 400 (Figura 6 a)) e analisados por 
cromatografia em fase gasosa com detetor de ionização em chama, GC-FID, usando uma 
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Figura 6 – (a) Cromatógrafo em fase gasosa (Clarus 400, Perkin Elmer); (b) Programa de temperaturas do GC 
A temperatura do injetor era 220 °C e a do detetor era 230 °C. A injeção foi 
realizada em modo “split”. O programa de temperaturas utilizado foi o seguinte: 
temperatura inicial 200 °C, aumento até 220 °C a 40 °C/min, mantendo-se a esta 
temperatura por 7 minutos, seguido de um aumento até 230 °C a 20 °C/min, ficando a esta 
temperatura durante 1 minuto Figura 6 b). O gás de arraste foi o hidrogénio (H2) com um 
fluxo 1,7 mL/min e uma pressão de 17 psi. 
A análise dos açúcares neutros foi realizada em duplicado. Os açúcares foram 
identificados pelo tempo de retenção por comparação com padrões. 
2.2.1.3. Método Colorimétrico para Determinação de Ácidos Urónicos  
A determinação de ácidos urónicos baseou-se numa adaptação do método desenvolvido 
por Selvendran et al. [71]. As amostras hidrolisadas (500 μL) foram diluídas com 1,5 mL 
de água destilada. Os padrões para a curva de calibração foram preparados usando uma 
solução padrão de ácido galacturónico (200 μg/mL). 
Foram utilizados 3 tubos para cada amostra ou padrão (1 branco e 2 réplicas) em que se 
adicionaram 0,5 mL de amostra ou padrão. Os tubos foram colocados num banho de gelo e 
adicionaram-se 3 mL de ácido bórico 50 mM preparado em H2SO4 concentrado. 
Posteriormente colocaram-se os tubos num banho a 100 °C durante 10 minutos. 
Arrefeceram-se os tubos e adicionaram-se 100 μL de m-fenilfenol 0,15 % (m/v) em 0,5 % 
(m/v) NaOH a 2 dos 3 tubos de cada amostra e padrão e colocaram-se no escuro a reagir 
durante 30 minutos. Após este tempo de reação, as soluções foram agitadas de forma a 
promover uma boa homogeneização da mistura e foram lidas as absorvâncias a 520 nm 
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(Jenway 6405 UV/Vis). A concentração de ácidos urónicos na amostra foi determinada 
utilizando a curva de calibração obtida com ácido galacturónico. 
2.2.2. Determinação da proteína solúvel total pelo método do ácido 
bicinconínico (BCA)  
Determinou-se a quantidade de proteína total na fração C do extrato com água 





 pelas proteínas em meio alcalino com a elevada sensibilidade e 
seletividade da deteção colorimétrica do catião de cobre (Cu
+
) pela reação com o ácido 
bicinconínico. O produto da reação apresenta uma cor púrpura e é formado pela ligação de 
duas moléculas de BCA com o ião Cu
+
 (Figura 7). Este complexo é solúvel em água e 
absorve a 562 nm [72].  
 
Figura 7 – Representação esquemática das reações envolvidas no método do ácido bicinconínico para a determinação da 
proteína solúvel [72]. 
Num tubo adicionaram-se 50 μL de amostra e 1 mL de ácido bicinconínico e 
homogeneizou-se a solução. A solução foi incubada a 60 °C durante 15 minutos e depois 
deixou-se a arrefecer, em repouso, durante 30 minutos. Após este período foi lida a 
absorvância a 562 nm (Jenway 6405 UV/Vis). A proteína solúvel presente foi estimada 
com base numa curva de calibração construída usando a albumina de soro bovino (BSA) 
como padrão com concentrações entre 0,1 e 0,5 mg/mL. Todas as determinações foram 
feitas em triplicado. 
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2.2.3. Determinação dos compostos fenólicos totais pelo método de Folin-
Ciocalteu 
Os compostos fenólicos totais presentes no extrato de água quente, nas frações A, B 
e C (ponto 2.1.2), foram determinados pelo método colorimétrico de Folin-Ciocalteu, 
segundo uma adaptação de Huang et al. [73]. O reagente de Folin consiste na mistura dos 
ácidos fosfomolíbdico e fosfotúngstico, que na presença de certos agentes redutores em 
meio alcalino, como os compostos fenólicos, formam-se os complexos denominados de 
molibdénio azul e tungsténio azul, que têm um máximo de absovância a 760 nm [74]. 
A 0,125 mL de amostra diluída apropriadamente adicionou-se 0,750 mL de água 
destilada e 0,125 mL de reagente de Folin-Ciocalteu. A solução foi homogeneizada e 
deixou-se reagir por 5 minutos. Posteriormente adicionou-se 1 mL de uma solução de 
carbonato de sódio (Na2CO3) 93 g/L e 1 mL de água destilada. Deixou-se reagir no escuro 
durante 30 a 90 minutos à temperatura ambiente. Após este período a absorvância foi lida a 
760 nm (Jenway 6405 UV/Vis). Os compostos fenólicos totais foram quantificados 
utilizando uma curva de calibração obtida com ácido gálico (entre 0 a 500 mg/L). Todas as 
determinações foram efetuadas em triplicado. 
2.2.4. Determinação do perfil de triacilglicerídeos 
Os FAME (fatty acids methyl esters – ésteres metílicos de ácidos gordos) são 
obtidos por transesterificação dos triacilglicerídeos usando um método simples cuja 
principal vantagem é o facto de se realizar à temperatura ambiente, reduzindo assim o risco 
de decomposição dos ácidos gordos [75]. Os FAME, por serem voláteis, podem, então, ser 
analisados por GC-FID. 
Pesou-se rigorosamente uma amostra de óleo da grainha da uva (100 mg) para um 
tubo de sovirel. A este tubo foram adicionados 5 mL da solução de padrão interno 
(heptadecanoato de metilo (C:17)) com uma concentração de 0,75 g/L preparado em n-
hexano. Posteriormente adicionaram-se 0,2 mL de uma solução de hidróxido de potássio 
(KOH) 2 M preparada em metanol. O tubo foi tapado e agitado vigorosamente durante 30 
segundos num vórtex. Seguidamente adicionaram-se 2 mL de uma solução saturada de 
cloreto de sódio (NaCl). Centrifugou-se a solução anterior a 2000 rpm durante 5 minutos e 
transferiu-se 1 mL da fase orgânica para outro tubo e adicionou-se 1 mL de n-hexano. 
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Usou-se uma alíquota (1-1,5 L) da fase orgânica para análise por cromatografia em fase 
gasosa (GC).  
Os FAME foram separados e quantificados por cromatografia gasosa num 
cromatógrafo Perkin Elmer Clarus 400 (Figura 8 (a)) equipado com uma coluna capilar 
DB-225 (30 m de comprimento, 0,25 mm de diâmetro e uma espessura de 0,15 µm) e com 
um detetor de ionização por chama. O modo de injeção “split” foi usado com uma razão de 











Figura 8 – (a) Cromatógrafo em fase gasosa (Clarus 400, Perkin Elmer); (b) Programa de temperaturas do GC   
A temperatura do injetor era de 245 °C e a do detetor 250 °C. O programa de 
temperaturas utilizado consistiu num aumento de 75 a 155 °C a 15 °C/min, de 155 a 180 
°C a 3 °C/min, e, finalmente, de 180 a 220 °C a 20 °C/min e manteve-se a esta temperatura 
por 3 minutos (Figura 8 (b)). O gás de arraste foi o hidrogénio (H2) com um fluxo de 1,7 
mL/min. Os compostos foram identificados pela comparação dos tempos de retenção com 
uma mistura comercial de FAME (C8-C24). Estas análises foram feitas em duplicado. 
2.2.5. Determinação da atividade antioxidante 
2.2.5.1. ABTS  
A atividade antioxidante das três frações de extrato com água quente foi 
determinada por uma adaptação do ácido 2,2'-azino-bis (3-etilbenzotiazolina-6-sulfónico), 
ABTS, descrito por Re et al. [76]. Neste método, o radical monocatiónico de ABTS+• é 
inicialmente gerado por oxidação do ABTS pelo persulfato de potássio (K2SO5), 
originando um cromóforo azul esverdeado, que depois é reduzido na presença de 
antioxidantes dadores de hidrogénio ou de eletrões (Figura 9). Esta redução provoca uma 
descoloração que pode ser convertida numa percentagem de inibição do ABTS
+•
 que é 




Figura 9 – Formação do catião radical ABTS+• (adaptado de Pannala et al. [77]). 
Preparou-se uma solução de ABTS 7 mM em persulfato de potássio 2,45 mM. 
Deixou-se esta solução a reagir no escuro, à temperatura ambiente, durante 12-16 horas 
para a formação do ABTS
+•
. Diluiu-se 1 mL da solução de ABTS
+•
 em 80 mL de etanol e a 
absorvância a 734 nm desta solução foi medida num espectrofotómetro (Jenway 6405 
UV/Vis) para ajustar a concentração da solução de modo a ter valores de absorvância entre 
0,7 e 0,8. Colocou-se 50 µL da solução de extrato de água quente com uma concentração 
adequada em 1 mL de solução de ABTS
+•
 e deixou-se reagir no escuro durante 15 minutos. 
A absorvância a 734 nm da solução foi medida no espetrofotómetro. A percentagem de 
inibição foi calculada usando a equação 2.1, sendo a absbranco a absorvância da solução de 
ABTS
+•
 em que foram adicionados 50 µL de água. A quantificação foi realizada utilizando 
uma curva de calibração da percentagem de inibição em função da concentração de trolox 












A atividade antioxidante do óleo extraído das grainhas de uva foi medida pelo 
método de 2,2′-difenil-1-picril-hidrazilo (DPPH•). A partir deste método 
espetrofotométrico a atividade antioxidante pode ser determinada por remoção de radicais 
livres (Figura 10). O radical DPPH é estável e tem uma cor roxa com um máximo de 
absorvância entre 515 e 528 nm. No entanto, o radical DPPH é reduzido para o seu 
correspondente hidrazina (cor amarelo pálido) na presença de uma substância capaz de lhe 
doar um átomo de hidrogénio, perdendo a cor violeta da solução original que se traduz na 
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Figura 10 – Reação do método de DPPH (adaptado de Huang et al. [73])   
Soluções padrão de tocoferol em acetato de etilo com concentrações entre 0 e 6 
mM foram preparadas para construir a curva de calibração. Alíquotas de 0,05 mL de 
padrão ou óleo foram adicionadas a 3,95 mL de DPPH
•
 0,15 mM preparado em acetato de 
etilo. A mistura reacional foi agitada e deixada a reagir à temperatura ambiente no escuro. 
Depois de 60 minutos, a concentração de DPPH
•
 remanescente foi determinada 
colorimetricamente a 515 nm (Jenway 6405 UV/Vis) [78]. 
A quantificação da atividade antioxidante foi realizada utilizando uma curva de 
calibração da percentagem de inibição (equação 2.1) em função da concentração de 
tocoferol. A atividade antioxidante do óleo extraído foi expressa em equivalentes de 
tocoferol. As análises foram realizadas em triplicado. 
2.2.6. Espectroscopia de Infravermelho com Transformadas de Fourier 
(FTIR)  
A espectroscopia de infravermelho com transformadas de Fourier (FTIR) foi 
realizada com recurso a uma célula de reflexão atenuada total (“attenuated total reflection” 
– ATR). Esta técnica baseia-se na aplicação da amostra numa superfície de material com 
índice de refração elevado (por exemplo: um cristal), conhecido como elemento de 
reflexão interno (IRE) [79, 80]. Esta técnica é utilizada para investigar as vibrações das 
moléculas e as ligações polares entre os diferentes átomos [81]. 
Os espectros de FTIR da amostra de extratos do bagaço de uva (extrato de água 
quente (fração C), óleo e ceras) foram adquiridos com resolução de 16 cm
-1
 e 64 scans e 
num intervalo de número de onda entre 4000-500 cm
-1 
num espectrómetro Perkin Elmer, 
Spectrum BX com acessório Golden Gate. Para cada amostra foi utilizada uma quantidade 
 40 
 
suficiente para cobrir o cristal e de seguida a amostra foi pressionada contra o mesmo. Para 
cada amostra analisada no FTIR foram feitas cinco réplicas. 
2.3. FILMES À BASE DE QUITOSANA  
2.3.1. Preparação dos filmes à base de quitosana 
Uma solução de quitosana 1,5 % (m/v) (Aldrich, massa molecular média, de acordo 
com o fabricante) em ácido acético 5 % (v/v) foi preparada por agitação constante, à 
temperatura ambiente, durante 18 horas. Posteriormente foram adicionados os diferentes 
extratos obtidos do bagaço de uva, segundo descrito na Tabela 8, e procedeu-se à 
homogeneização da solução por agitação constante durante cerca de 30 minutos. Foi 
também preparado um controlo em que não foi adicionado nenhum extrato à solução de 
quitosana. 
 
Tabela 8 – Proporção de extratos:quitosana dos vários filmes preparados 
Extratos do bagaço de uva Proporção extrato:quitosana (m:m) 









A esta solução adicionou-se o glicerol, como plastificante, na proporção (1:2) 
(glicerol:polímero). Esta mistura foi colocada num banho a 50 °C durante 10 minutos, de 
modo a promover a sua homogeneização. Após o arrefecimento até à temperatura 
ambiente, filtrou-se a mistura sob vácuo, por um funil de placa porosa (poro G2), tendo-se 
seguidamente procedido à sua desgaseificação igualmente sob vácuo. Transferiram-se 31 g 
da solução para placas de acrílico. As placas com a solução foram colocadas niveladas 
numa estufa a 35 °C com circulação de ar durante 18 horas para formação do filme por 
evaporação do solvente. 
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2.3.2. Tratamento dos filmes com hidróxido de sódio (NaOH) 
Alguns dos filmes preparados, nomeadamente um filme controlo constituído apenas 
por quitosana, e os filmes enriquecidos em extrato aquoso (fração C) e em ceras, ambos na 
proporção de 1:10 (extrato: quitosana) foram sujeitos a uma neutralização com hidróxido 
de sódio (NaOH). 
O tratamento com NaOH consistiu em colocar os filmes numa solução com NaOH 
1 M durante 1 hora. Decorrido esse tempo, os filmes foram lavados abundantemente com 
água destilada, para remoção do NaOH, até o pH ser aproximadamente 7. Estes filmes 
neutralizados foram deixados a secar à temperatura ambiente. 
2.3.3. Caracterização dos filmes à base de quitosana 
2.3.3.1. FTIR 
O FTIR foi efetuado a todos os filmes à base de quitosana preparados, tal como foi 
descrito no ponto 2.2.6. 
2.3.3.2. Determinação da humidade 
A determinação da humidade dos filmes foi realizada por diferença de massa após 
secagem. Colocaram-se cápsulas de vidro na estufa durante 5 horas a 105 °C e deixaram-se 
arrefecer num exsicador durante cerca de 1 hora. Pesaram-se as cápsulas e em cada uma foi 
colocado um quadrado de filme (2×2 cm). O conjunto da cápsula e do filme foi colocado 
na estufa a 105 °C durante 16 horas. Deixaram-se arrefecer até à temperatura ambiente 
num exsicador durante 1 hora. Pesou-se cada uma das cápsulas com o filme. A 











   
   
 
  2.2 
onde m filme i é o valor da massa inicial do filme, o m filme f  é o valor da massa final do filme 
após retirada a água. A determinação da humidade foi realizada em triplicado. 
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2.3.3.3. Avaliação da solubilidade dos filmes em água destilada e em 
solução de matriz de vinho 
Os ensaios de solubilidade foram realizados em água destilada com um pH de 6,5 e 
numa solução matriz de vinho, ou seja, uma solução 10 % etanol com um pH ajustado a 
3,5 com ácido clorídrico. Um quadrado de filme com 2×2 cm de área foi pesado e colocado 
em 30 mL de água destilada e na solução matriz à temperatura ambiente com agitação 
orbital (80 rpm) durante 7 dias. Findo este tempo, os filmes foram retirados da solução e 
colocados numa estufa a 105 °C durante 16 horas numa cápsula de vidro. Os filmes foram 
retirados da estufa e, após arrefecerem à temperatura ambiente num exsicador durante 
cerca 1 hora, foram pesados. A solubilidade foi determinada pela percentagem de perda de 
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  2.4 
onde m filme i é o valor da massa inicial do filme, a % humidade é o valor determinado no 
ponto 2.3.2.1 no mesmo dia em que se iniciaram os ensaios de solubilidade, m filme i seco é o 
valor da massa seca inicial do filme e m filme f seco é o valor da massa do filme seco após 
estar mergulhado nas soluções. Os ensaios de solubilidade foram efetuados em triplicado 
para cada tipo de filme. 
2.3.3.4. Determinação da atividade antioxidante dos filmes 
A atividade antioxidante dos diferentes filmes à base de quitosana foi determinada 
pelos métodos de ABTS, DPPH, FRAP e poder redutor. 
 ABTS 
A atividade antioxidante dos filmes produzidos foi determinada por uma adaptação 
ao método de ABTS, descrito por Re et al. [76]. 
Preparou-se uma solução de ABTS 7 mM em persulfato de potássio 2,45 mM 
conforme descrito no ponto 2.2.5.1. Um quadrado de filme com 1 cm
2
 foi colocado em 3 
mL de solução de ABTS
+• 
e deixou-se reagir no escuro. A absorvância a 734 nm (Jenway 
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6405 UV/Vis) da solução de ABTS
+•
 foi medida ao longo do tempo, assim como a 
absorvância da solução de ABTS
+•
 sem filme (branco). A atividade antioxidante dos filmes 
foi determinada pela percentagem de inibição, calculada de acordo com a equação 2.1. 
Todas as análises foram realizadas em triplicado. 
  DPPH 
A atividade antioxidante dos filmes produzidos foi determinada pelo método do 
DPPH, realizada segundo a metodologia descrita por Huang et al. [73].  
 O DPPH (1,25 mg) foi diluído em 50 mL de etanol e a absorvância a 517 nm desta 
solução foi medida num espectrofotómetro (Jenway 6405 UV/Vis) para ajustar a 
concentração da solução de modo a ter valores de absorvância entre 0,7 e 0,8. Um 
quadrado de filme com 1 cm
2
 de área foi colocado em 3 mL de solução de DPPH
 
e deixou-
se reagir no escuro. A absorvância a 517 nm da solução de DPPH foi medida ao longo do 
tempo, assim como a absorvância da solução de DPPH sem filme (branco). A atividade 
antioxidante dos filmes foi determinada pela percentagem de inibição calculada pela 
equação 2.1. Todas as análises foram realizadas em triplicado. 
 FRAP 
O método de FRAP (Ferric Reducing Antioxidant Power – Poder Antioxidante de 
Redução do Ferro) foi realizado segundo o método descrito por Benzie et al. [82]. O sal 
férrico, Fe(TPTZ)2Cl3 (TPTZ=2,4,6-tri(2-piridil)-1,3,5-triazina), é usado como oxidante e é 
preparado por mistura do TPTZ e do FeCl3.H2O em tampão acetato (pH 3,6). Uma unidade 
de FRAP é definida, arbitrariamente, como a redução de 1 mol de Fe (III) para Fe (II). A 
redução do Fe (III) a Fe (II) conduz à formação de um complexo azul-escuro, cuja 
absorvância pode ser lida a 595 nm (Figura 11). 
 
Figura 11 – Redução do Fe (III) para Fe (II) do método FRAP (adaptado de Huang et al.[73]) 
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A solução de FeCl3 (20 mM) foi preparada em água destilada, e a solução de TPTZ 
10 mM foi preparada em 40 mM de HCl. O reagente de FRAP foi preparado misturando 
2,5 mL da solução de TPTZ e 2,5 mL da solução de cloreto de ferro (III) (FeCl3) com 25 
mL de um tampão acetato (0,3 M; pH 3,6) e 3 mL de água. A 3 mL desta solução (FRAP) 
foi adicionado um quadrado de filme com 0,25 cm
2
 e a absorvância foi lida a 595 nm 
(Jenway 6405 UV/Vis) ao fim de 60 minutos. A atividade antioxidante dos filmes foi 
determinada retirando a absorvância do FRAP (sem filme) à absorvância do FRAP com 
amostra (filme). Todas as análises foram realizadas em triplicado. 
Poder redutor 
O método do poder redutor foi realizado segundo o método descrito por Zhang et 
al. [83]. Um quadrado de filme de 1 cm
2 
incubado com 1 mL de ferrocianido de potássio 
([K3Fe(CN)6]) 1 % w/v a 50 °C durante 30 minutos. Posteriormente a reação foi parada por 
adição de 1 mL de uma solução de ácido tricloroacético 10 % (m/v) e a mistura foi 
centrifugada a 5000 rpm durante 5 minutos. O sobrenadante foi misturado com 1 mL de 
água destilada e 0,2 mL de cloreto de ferro III (FeCl3) (0,1 % (m/v)). De seguida mediu-se 
a absorvância a 700 nm (Jenway 6405 UV/Vis). O aumento de absorvância indica o poder 
redutor dos filmes de quitosana. Os ensaios foram feitos em triplicado.  
2.3.3.5. Determinação das propriedades mecânicas 
As técnicas mais utilizadas para a caracterização das propriedades mecânicas dos 
filmes envolvem geralmente ensaios de extensão uniaxial. Como resultado destes ensaios 
de extensão uniaxial, obtém-se uma curva da tensão em função da taxa de deformação, a 
partir da qual se podem determinar diversos parâmetros mecânicos:  
-a força de tensão ou tensão no ponto de rutura (FT), que indica a força necessária 
para puxar uma área transversal de um filme até sofrer rutura (geralmente expresso em 
Pascal (Pa)); 
- taxa de deformação no ponto de rutura ou elongação no ponto de rutura (E) que 
indica a distância que cada filme pode ser esticado antes de quebrar (expresso em 
percentagem (%)); 
- módulo de Young ou módulo de elasticidade que é uma medida de rigidez de um 
material sólido e é dado pela razão entre a força de tensão e a taxa de deformação na zona 
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linear da curva força de tensão versus taxa de deformação (expresso em Pascal por 
percentagem (Pa/%)). 
As propriedades mecânicas dos diversos materiais dependem das condições sob as 
quais os ensaios são realizados, nomeadamente, o tamanho das amostras, pré, 
acondicionamento, temperatura, humidade relativa, magnitude da força ou deformação 
aplicadas e velocidade de aplicação. 
Os filmes preparados anteriormente foram cortados em amostras retangulares com 
as dimensões de 9 × 1 cm. Os filmes foram acondicionados numa câmara com uma 
solução saturada de nitrato de magnésio, sob condições controladas de humidade e 
temperatura (50 ± 5 % de humidade relativa e 22 ± 5 °C de temperatura) durante cerca de 
48 horas. Após o acondicionamento, procedeu-se a medição da espessura das amostras, 
utilizando um micrómetro digital (Mitutoyo Corporation) e efetuaram-se os ensaios de 
tensão até à rutura do filme num texturómetro TA-Hdi (Texture Analyser da Stable Micro 
Systems).  
Os filmes foram colocados na vertical entre duas garras revestidas com borracha, 
deixando cerca de 5 cm de filme exposto. Os ensaios de tensão até à rutura basearam-se no 
método padrão ASTM D 882-83. Os filmes foram submetidos a uma deformação 
extensional devido a aplicação de uma taxa de deslocamento de 0,5 mm/s até à rutura da 
amostra. Através das curvas de tensão versus deformação obtidas, calcularam-se os 
seguintes parâmetros mecânicos: tensões no ponto da rutura, alongamento no ponto da 
rutura e módulo de Young. Estes ensaios foram realizados a uma temperatura de 24 ± 2°C 
e 40 ± 5 % de humidade relativa [84]. Foram analisadas 5 réplicas por cada tipo de filme. 
2.3.3.6. Determinação do ângulo de contacto 
O ângulo de contacto foi determinado através do sistema de ângulos de contacto 
OCA 20 da Dataphysics. Como líquido de teste foi utilizada a água ultra pura. Os filmes 
foram acondicionados numa câmara com uma solução saturada de nitrato de magnésio, sob 
condições controladas de humidade e temperatura (50 ± 5 % de humidade relativa e 22 ± 5 
°C de temperatura) durante cerca de 48 horas.  
Colocou-se uma gota de água de 3 μL, doseada automaticamente por uma seringa, 
na superfície do filme. A evolução da forma da gota foi gravada com uma câmara 
associada ao sistema. O cálculo dos ângulos de contacto foi efetuado utilizando um 
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software (dataphysics SCA20_M4) de análise de imagens segundo o método da elipse. O 
ângulo de contacto resultante entre o contorno exterior da gota e a superfície do filme é 
designado por ângulo θ, sendo definido como o ângulo entre o plano tangente à gota de 
água no ponto de contacto de equilíbrio na interface filme/água/vapor e o plano onde está 
depositada a gota, de acordo com a Figura 12. Os valores finais correspondem a média de 9 
determinações (colocaram-se 9 gotas de água ultra pura em diferentes locais do filme). 
 
 
Figura 12 – Esquema do ângulo de contacto para uma gota de água molhante sobre superfície do filme [85]. 
2.3.3.7. Determinação das energias de superfície 
As energias de superfície dos diferentes filmes foram também determinadas através 
do sistema de ângulos de contacto OCA 20 da Dataphysics. Utilizou-se a água ultra pura 
como solvente polar (3 μL), a formamida como solvente com uma polaridade intermédia (3 
μL) e, finalmente, o di-iodometano como solvente apolar (1,5 μL). Os valores das 
componentes dispersivas e polares destes líquidos, utilizados nas medições do ângulo de 
contacto, estão disponíveis na literatura e foram introduzidas no programa. A determinação 
dos ângulos de contacto para cada líquido foi realizada tal como está descrito no ponto 
anterior (ponto 2.3.3.5). Os valores dos ângulos de contacto foram então usados para 
determinar as contribuições polares e dispersivas para a energia de superfície das amostras 
utilizando o método de OWRK (Owens-Wendt Rabel and Kaelble) apropriado para 
polímeros. Os valores finais correspondem à média de 9 determinações. 
2.3.3.8. Propriedades antimicrobianas 
Colocaram-se cerca de 0,4 g de pão integral e 2 mL de água em três tubos de 
cultura. A dois tubos foi adicionado filme de quitosana com uma dimensão de 2 × 2 cm, 
um filme controlo constituído apenas por quitosana e um filme de quitosana com óleo 
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incorporado na proporção de 1:2. Ao terceiro tubo não foi adicionado nenhum filme, para 
servir como controlo (branco). A evolução da estabilidade microbiológica do pão foi 
macroscopicamente observada ao longo do tempo. 
 
Um sumo de maçã foi preparado por trituração de duas maçãs com uma varinha 
mágica ao qual se adicionaram 100 mL de água. O sumo de maçã foi obtido por filtração e 
centrifugação da polpa a 15 000 rpm a 4 °C durante 20 minutos.  
A 3 tubos de cultura foram adicionados 5 mL de sumo de maçã. A dois tubos foi 
adicionado um filme de quitosana com dimensão de 2 × 2 cm, um filme controlo 
constituído apenas por quitosana e um filme de quitosana com óleo incorporado na 
proporção de 1:2. Ao terceiro tubo não foi adicionado nenhum filme, para ser usado como 
controlo (branco). A absorvância foi medida no espectrofotómetro a 640 nm (Jenway 6405 
UV/Vis) ao longo do tempo. 
2.4. ANÁLISE ESTATÍSTICA 
Os resultados obtidos para a humidade, solubilidade, atividade antioxidante, 
propriedades mecânicas, ângulos de contacto e energias de superfície foram avaliados 
estatisticamente. Tal avaliação foi realizada com recurso ao teste f e t-student com um 
nível de significância de 95 % (ferramentas do Microsoft Excel 2010). As diferenças foram 






















3.1. OBTENÇÃO E CARACTERIZAÇÃO DOS EXTRATOS DO BAGAÇO DE 
UVA 
3.1.1. Extrato de água quente 
O extrato de água quente, após liofilizado, consistia num material heterogéneo 
constituído por duas partes visualmente distintas por terem cores e texturas diferentes, a 
fração A, com uma tonalidade rosa claro e com uma textura semelhante à dos sais (cristais) 
e a fração B, mais escura que a A e com uma textura mais elástica. Estas frações foram 
obtidas com um rendimento de extração de 23,8 %. As frações foram caracterizadas 
separadamente quanto ao conteúdo em hidratos de carbono e compostos fenólicos e a sua 
capacidade antioxidante foi também determinada. Verificou-se que a fração A era 
constituída por 4,4 % de hidratos de carbono totais, determinados pelo método 
colorimétrico, e por 0,6 % de compostos fenólicos e a fração B era constituída por 20,6 % 
de hidratos de carbono e 3,5 % de compostos fenólicos (Tabela 9). No caso da fração A, a 
quantificação total dos compostos determinados (hidratos de carbono e compostos 
fenólicos) foi muito inferior, apenas correspondia a 5 %, em relação à fração B, cerca de 
25 %. Este resultado indicia que o extrato A poderia ser constituído por uma elevada 
quantidade de sais. De facto, pela bibliografia, sabe-se que o bagaço de uva contêm 
diversos sais, nomeadamente sais de sódio e potássio dos ácidos tartárico e málico [86].  




















4,4 ± 0,2 n.d 0,6 ± 0,01 3,3
 
± 0,6 
B 20,6 ± 0,6 n.d 3,5 ± 0,04 25,6
 
± 0,5 
C 0,9 62,6 ± 3,98 21,5 ± 0,8 5,7 ± 0,06 41,8 ± 8,5 
n.d- não determinado 
 
Uma vez que a presença de sal não permite formar filmes de quitosana 
homogéneos, foi, então, realizada uma diálise à mistura dos extratos A e B para retirar os 
sais, obtendo-se a fração C. 
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O rendimento da fração C foi de apenas 0,9 % em relação à massa seca das 
películas e era constituída por 62,6 % de hidratos de carbono, determinados 
colorimetricamente (Tabela 9). Esta fração era também constituída por 21,5 % de proteína. 
Segundo González-Centeno et al. [87] o bagaço de uva é constituído por 5,6 a 11,5 % de 
proteína, dependendo das castas estudadas. Como o extrato C foi extraído com água 
quente, os compostos de natureza hidrofílica estão mais concentrados neste extrato que no 
bagaço de uva, por isso a quantidade de proteína pode ser superior. A constituição em 
compostos fenólicos totais desta fração foi de 5,7 %. O bagaço de uva pode conter 
diferentes tipos de compostos fenólicos, tais como antocianinas, ácidos hidroxicinâmicos, 
catequinas, flavonóis e estilbenos. Têm sido feitos inúmeros estudos acerca dos efeitos 
antioxidantes destes metabolitos secundários das plantas, revelando que inibem a oxidação 
das lipoproteínas humanas de baixa densidade. O índice de compostos fenólicos totais está 
geralmente correlacionado com a capacidade antioxidante deste subproduto [88, 89]. Tal 
como se pode verificar na Tabela 9, quanto maior a percentagem em compostos fenólicos 
totais, maior é a capacidade antioxidante do extrato, com a fração C a ter uma atividade 
antioxidante superior, de 42 mg/L de equivalentes de trolox. A soma das percentagens 
obtidas na fração C para os diferentes tipos de compostos (hidratos de carbono, proteínas e 
compostos fenólicos) foi de 99,7 %, o que permitiu ter uma caracterização aparentemente 
completa deste extrato.  
A composição em monossacarídeos das três frações foi também determinada, 
estando os resultados apresentados na Tabela 10. 
 
Tabela 10 – Composição em monossacarídeos (mol %) dos extratos do bagaço de uva obtidos com água quente. 
Fração 
Hidratos de 
carbono totais % 
(Açúcares neutros + 
Ác. Urónicos) 
Hidratos de carbono (mol %) 
Rha Fuc Ara Xyl Man Gal Glc Ác. Ur. 
A 3,7 ± 0,2 v 2 19 3 2 1 22 50 
B 21,6 ± 3,9 v v 14 4 8 7 42 23 





Tal como já se tinha verificado pelo método colorimétrico (Tabela 9), a fração A 
era apenas constituída por cerca de 4 % de açúcares totais, maioritariamente por ácidos 
urónicos (50 %) e por glucose (22 %) e arabinose (19 %). O açúcar maioritário da fração B 
foi a glucose (42 %), seguido dos ácidos urónicos (23 %) e da arabinose (14 %). Esta 
fração era muito mais rica em açúcares totais que a fração A, cerca de 22 %. A fração C 
era constituída por 63 % de hidratos de carbono segundo o método colorimétrico (Tabela 
9) e por 73 % segundo a determinação dos monossacarídeos (Tabela 10). Esta fração era 
constituída maioritariamente por ácidos urónicos (34 %), arabinose (28 %), glucose (12 %) 
e galactose (13 %). A presença destes açúcares sugere a presença de polissacarídeos 
pécticos, nomeadamente de ramnogalacturonanas do tipo I, que estão ramificadas com 
cadeias de arabinanas e arabinogalactanas [90, 91]. Algumas proteínas também poderão 
estar, eventualmente, ligadas a algumas arabinogalactanas, formando as chamadas 
proteína-arabinogalactanas (AGPs) [92]. A percentagem de glucose diminuiu 
consideravelmente da fração A (22 %) e B (42 %) para a fração C (12 %) o que mostra que 
a glucose presente era maioritariamente de baixo peso molecular, possivelmente devido a 
açúcares não fermentados durante o processo de vinificação [87]. A glucose pode estar 
ainda presente neste extrato devido à sua adsorção ao material polimérico do extrato [93] 
e/ou devido à presença de compostos fenólicos glucosilados.  
3.1.1.1. FTIR 
A Figura 13 representa o espectro de absorvância do extrato C na zona do 
infravermelho médio (500 a 4000 cm
-1
). Neste espetro observa-se uma banda larga com um 
máximo observado a 3334 cm
-1
 existentes nas estruturas dos monossacarídeos e ao 
estiramento (“streching”) das ligações N-H da amida A das proteínas. O estiramento 
assimétrico do grupo CH2 dos polissacarídeos é observado a 2916 cm
-1
 [94, 95]. O pico 
observado a 1732 cm
-1
 e corresponde à vibração por estiramento dos grupos carbonilo (–
C=O) presentes nos ácidos urónicos presentes nos hidratos de carbono deste extrato. O 
pico a 1622 cm
-1
 corresponde ao estiramento da ligação C=O da ligação peptídica das 
amidas I das proteínas [96]. Na região de fingerprint (< 1400 cm
-1
) existem perfis 
complexos de absorção. As bandas observadas no intervalo de 1184 a 792 cm
-1
 são devido 
às cadeias de polissacarídeos, incluindo ligações glicosídicas, e estiramento das ligações de 
C-O e C-O-C [95]. A análise do espetro de FTIR confirma a constituição deste extrato em 















































































































Figura 13 – Espetro de FTIR do extrato C. 
3.1.2. Óleo da grainha 
O rendimento de extração do óleo das grainhas das uvas foi de 16,7 % (m/m). Tal 
como se pode verificar na Tabela 11, o ácido gordo predominante é o ácido linoleico (70 
%), seguido do ácido oleico (18 %), palmítico (7 %) e esteárico (5 %). Estes resultados 
estão de acordo com a literatura, em que a óleo da grainha está descrito como sendo 
constituído por 63 a 71 % de ácido linoleico, 16 a 22 % de ácido oleico, 7 a 10 % de ácido 
palmítico e por 3 a 5 % de ácido esteárico [64].  
 
Tabela 11 – Composição do óleo das grainhas das uvas em ácidos gordos. 
Ácido gordo % Ác. Gordo no óleo 
Palmítico (C16:0) 7,31 ± 0,17 
Linoleico (C18:2) 69,91 ± 0,19 
Oleico (C18:1) 17,61 ± 0,03 
Esteárico (C18:0) 5,17 ± 0,01 
 
A capacidade antioxidante do óleo foi determinada pelo método de DPPH, sendo 
de 0,24 mM de equivalentes de tocoferol/mL de óleo. O óleo contém elevados índices de 
tocoferol (vitamina E), que devido à sua capacidade antioxidante, tem importantes efeitos 
na saúde humana, pois protege os tecidos de reações de peroxidação. Embora a grainha da 
uva seja rica em compostos fenólicos, nomeadamente proantocianidinas, antioxidantes 
naturais com elevada atividade antirradicalar, a quantidade destes compostos que são 
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extraídos com o óleo são muito baixas devido à natureza polar das suas estruturas químicas 
[97]. Assim, a capacidade antioxidante do óleo é principalmente devido à presença do 
tocoferol. 
A análise do espetro de FTIR do óleo extraídos das grainhas do bagaço de uva 
(Figura 14) mostra um pico a 3008 cm
-1
, corresponde ao estiramento (“streching”) das 
ligações duplas cis da ligação =C-H. Comprova-se, portanto, que existem insaturações nos 
ácidos gordos do óleo. As bandas com máximos de absorção a 2922 e 2852 cm
-1
 
correspondem às vibrações de estiramento antissimétricas e simétricas, respetivamente, das 
ligações alifáticas C-H em grupos CH2 e CH3 (alcanos). O pico intenso a 1742 cm
-1 
representa a vibração por estiramento dos grupos carbonilo (–C=O) dos triacilglicerídeos. 
Na região do fingerprint (< 1400 cm
-1
) existem perfis complexos de absorção. As bandas 
observadas entre 1500-1200 cm
-1
 são maioritariamente atribuídas às vibrações “bending” 
dos grupos alifáticos de CH2 e CH3 e a banda a 1458 cm
-1
 corresponde à ligação de 
dobramento angular (“scissoring”). A banda situada a 1158 cm-1 corresponde às ligações 
de estiramento dos grupos –C-O (éster). Finalmente, a banda a 720 cm-1 é devido à 
sobreposição de vibrações de rotação (“rocking”) em –(CH2)n– e de vibrações fora do 
plano (“out-of-plane”) de –HC=CH– (cis) [98]. Desta forma, o espectro de FTIR obtido 





















































































































O resíduo obtido após a extração aquosa das películas das uvas foi utilizado para a 
extração das ceras. Utilizou-se um ensaio preliminar para averiguar qual o melhor solvente 
orgânico, o clorofórmio ou o éter de petróleo, a utilizar na extração. O que obteve um 
melhor rendimento foi o clorofórmio, cerca de 6,5 %. As ceras obtidas foram 

















































































































Figura 15 – Espetro de FTIR às ceras das películas das uvas. 
O espectro FTIR das ceras apresenta um perfil idêntico ao dos óleos. No entanto 
foram observadas algumas diferenças, a primeira deve-se à presença de uma banda larga 
com um máximo observado a 3412 cm
-1
, correspondente às ligações O-H presentes nos 
álcoois das ceras e nos ácidos gordos que se encontram hidroxilados. A segunda diferença 
deve-se ao facto de não haver nenhum pico na zona de 3000 cm
-1
, que corresponde às 
ligações =C-H, ou seja, não foram encontradas insaturações nas ceras, o que não significa 
que elas não estejam presentes. Os picos que se encontram a 1736 e 1690 cm
-1
 são 
referentes à frequência de estiramento dos grupos carbonilo (–C=O) característicos de 
ésteres e de ácidos gordos livres, respetivamente, ou seja, segundo os resultados obtidos, 
ao contrário dos óleos, as ceras contêm ácidos gordos livres. A zona do fingerprint das 
ceras é mais complexa e com picos menos evidenciados do que os existentes nos óleos. No 
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entanto, a análise que foi feita dos óleos nesta região pode também ser aplicada para este 
caso [98]. 
Segundo a bibliografia, as ceras são maioritariamente constituídas por álcoois, ácidos 
gordos e cerca de 30 % de ácido oleanóico, um triterpeno pentacíclico (C30). O ácido 
oleanóico existe na forma livre, ligada a açúcares ou esterificada com diferentes ácidos 
gordos e podem ser encontrados nas uvas [66]. Os bagos das uvas não fermentam apesar da 
existência de leveduras de fermentação nas suas películas. Tal deve-se à proteção física da 
película e pela possível proteção química do ácido oleanóico que atua como tóxico celular, 
inibindo a ação de microrganismos [99]. 
3.2. PRODUÇÃO E CARACTERIZAÇÃO DE FILMES À BASE DE QUITOSANA 
Os diferentes extratos obtidos a partir do bagaço foram utilizados para produzir 
filmes à base de quitosana. Numa primeira fase produziram-se filmes enriquecidos com 
extrato aquoso, constituído maioritariamente por polissacarídeos (fração C), numa 
proporção de 1:10 de extrato:quitosana (polissac. 1:10), filmes enriquecidos com ceras 
numa proporção também de 1:10 (ceras 1:10) e filmes à base de quitosana com uma 
proporção de óleo de 1:10 e de 1:5 (óleo 1:10 e óleo 1:5). Um filme constituído apenas por 
quitosana foi também produzido para servir como controlo (controlo).  
O extrato aquoso rico em polissacarídeos, quando foi adicionado à solução de 
quitosana, não se solubilizou completamente mesmo após um longo período de 
homogeneização. O passo da filtração por vácuo permitiu remover o extrato não 
solubilizado, ficando a solução homogénea e, consequentemente, os filmes também 
ficaram. No entanto, a quantidade de extrato presente no filme foi inferior ao pretendido 
inicialmente. Com a adição de óleo e ceras às soluções de quitosana, as propriedades 
anfifílicas da quitosana, que lhe conferem natureza emulsificante, permitiram estabilizar as 
gotas de óleo e de ceras nas emulsões formadoras de filmes e, deste modo, obtiveram-se 
filmes finos, homogéneos e mais opacos que os filmes controlo e com polissacarídeos. 
Além disso, todos os filmes foram facilmente removidos das placas de acrílico e 
mostraram superfícies regulares. 
A todos os filmes desenvolvidos foi adicionado um plastificante, na proporção de 
1:2 de plastificante:polímero, ou seja, 0,75 % (m/v) de glicerol. Esta molécula de baixo 
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peso molecular reduz a fragilidade dos filmes por interferir nas ligações inter e 
intramoleculares de pontes de hidrogénio, tornando-os mais flexíveis e fáceis de manusear.  
Todos os filmes produzidos nesta primeira fase (polissac. 1:10; ceras 1:10; óleo 
1:10; óleo 1:5 e controlo) foram caracterizados quanto à sua humidade, solubilidade e 
propriedades antioxidantes. 
3.2.1. Humidade e solubilidade 
A percentagem de humidade de todos os filmes à base de quitosana é apresentada 
na Figura 16. Verificou-se que todos os filmes possuíam aproximadamente a mesma 
percentagem de humidade, cerca de 35 %, à exceção do filme enriquecido em óleo na 
proporção 1:5 que apresentava uma percentagem de humidade significativamente superior 
(54 %). O filme com óleo 1:5 é o filme à base de quitosana enriquecido numa maior 
percentagem de extrato hidrofóbico, mostrando que a maior quantidade de material 
























Figura 16 – Percentagem de humidade do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos 
com polissacarídeos (1:10), ceras (1:10) e óleo (1:10 e 1:5). (letras diferentes representam valores significativamente 
diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
A solubilidade dos filmes em água destilada com pH = 6,5 e também numa solução 
matriz de vinho (pH = 3,5 com 10 % etanol) foi testada durante 7 dias pois uma possível 
aplicação destes filmes à base quitosana, que tem sido desenvolvida na Universidade de 
Aveiro [85, 100], é a sua utilização como substituto de anidrido sulfuroso que é usado na 
vinificação como antissético e antioxidante [101].  
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Na Figura 17 estão representadas as solubilidades, ou seja, a percentagem de perda 
de massa, tanto em água destilada como na matriz de vinho, dos diferentes filmes à base de 
quitosana. Tal como se pode observar, não existem diferenças significativas para os valores 
de solubilidade dos diferentes filmes tanto em água destilada como na solução hidro-
alcoólica ácida, à exceção do filme de óleo 1:5 em relação ao filme controlo na solução 



































Figura 17 – Solubilidade (% perda de massa) do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana 
enriquecidos com polissacarídeos (1:10), ceras (1:10) e óleo (1:10 e 1:5) em água e numa solução ácida (pH 3,5) com 10 
% de etanol. (letras diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
O filme mais hidrofóbico (óleo 1:5) foi o que teve um comportamento na 
solubilidade diferente em relação aos restantes filmes, tal como se tinha verificado em 
termos de humidade. O facto de ser mais hidrofóbico pode ter reduzido o acesso da solução 
às cadeias de quitosana, ou seja, diminuiu a permeabilidade deste filme, o que conduziu à 
diminuição da sua solubilidade. Estes resultados estão de acordo com o verificado por 
Hosseini et al. [102], que incorporaram óleo de tomilho em filmes de base de quitosana e 
verificaram que a diminuição da solubilidade dos filmes estava relacionada com o aumento 
da hidrofobicidade das suas superfícies. 
3.2.2. Atividade antioxidante 
Diferentes métodos têm sido desenvolvidos para determinar a atividade 
antioxidante, baseados em diferentes mecanismos de ação: captura de radicais peróxido; 
poder de redução de metais; captura de radicais hidroxilo; captura de radicais orgânicos e 
quantificação de produtos formados durante a peroxidação de lípidos [103].  
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 A atividade antioxidante foi determinada para todos os filmes preparados 
utilizando os métodos: ABTS (preparado em água e em etanol), DPPH, FRAP e poder 
redutor. Dos métodos usados, o ABTS e o DPPH, avaliam a capacidade de captura de 
radicais orgânicos e os outros dois, o FRAP e o poder redutor, avaliam o poder de redução 
do ferro. 
3.2.2.1. Método de ABTS preparado em água 
Na Figura 18 está representada a percentagem de inibição da oxidação obtida pelo 
método de ABTS para os diversos filmes produzidos ao longo do tempo utilizando como 
solvente água destilada. 
 
Figura 18 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10) e óleo (1:10 e 1:5), pelo método de ABTS em água, ao longo do tempo: (a) até 2,5 h e 
(b) até 10 h de reação. (letras diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
A Figura 18a mostra que os filmes controlo e enriquecidos em polissacarídeos são 
os que apresentaram a maior percentagem de inibição, com 57 e 52 %, respetivamente, 
após 2,5 horas de reação com ABTS, logo maior atividade antioxidante, e não têm 
diferenças significativas entre si. Por outro lado, os filmes enriquecidos em óleo foram os 
que apresentaram menor atividade antioxidante, com cerca de 40 % de inibição, ou seja, 
cerca de 30 % inferior em relação ao filme controlo. O filme preparado com as ceras não 
apresentou diferenças significativas na percentagem de inibição em relação aos filmes de 
polissacarídeos e também em relação ao filme preparado com óleo 1:5, sendo a sua 
percentagem de inibição de 49 %. Após 10 horas de reação verificou-se que todos os 
filmes atingiram uma percentagem de inibição entre 82 a 88 %. No entanto, ainda se 
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verificaram algumas diferenças significativas entre os filmes, nomeadamente para o 
controlo, que apresentou a percentagem de inibição superior (Figura 18b). 
3.2.2.2. Método de ABTS preparado em etanol 
Na Figura 19 está representada a percentagem de inibição da oxidação obtida para 
os diversos filmes produzidos pelo método de ABTS ao longo do tempo utilizando como 
solvente o etanol. 
 
Figura 19 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10) e óleo (1:10 e 1:5), pelo método de ABTS em etanol ao longo do tempo. (letras 
diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
No método de ABTS com etanol, o filme produzido com óleo 1:5 foi o que 
demonstrou ter a maior atividade antioxidante, com uma percentagem de inibição de 92 % 
após 48 horas de reação, significativamente superior aos filmes produzidos com ceras (30 
% superior), ao controlo (47 % superior) e também em relação ao com polissacarídeos 
(125 % superior). Os filmes óleo 1:10, ceras 1:10 e controlo não demonstraram ter 
diferenças significativas entre si, tendo uma atividade antioxidante significativamente 
superior que o filme enriquecido em polissacarídeos, que apenas apresentou uma 
percentagem de inibição de 41 % após as 48 horas de reação. No filme com óleo 1:5 
praticamente todos os radicais de ABTS
+• 
foram reduzidos ao fim de 48 horas, enquanto 
para os restantes filmes, a percentagem de inibição poderia continuar a aumentar ao longo 
do tempo, pois ainda havia radicais em solução.  
Comparando o método de ABTS em água e em etanol, pode-se verificar que em 
água a cinética da reação é muito mais rápida relativamente ao etanol, pois enquanto em 
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água deixou de haver radicais em solução logo após 10 horas de reação, usando o etanol 
continuaram a existir radicais mesmo após 48 horas. Por outro lado, também se pode 
verificar que enquanto em água os filmes controlo e com polissacarídeos (após 2,5 horas), 
ou seja os filmes mais hidrofílicos, são os que têm maior percentagem de inibição, em 
etanol são os filmes enriquecidos em óleo, ou seja, os mais hidrofóbicos, os que 
apresentaram maior percentagem de inibição.  
3.2.2.3. Método de DPPH 
A atividade antioxidante foi também determinada pelo método de DPPH. Este 
método, à semelhança do método de ABTS, baseia-se também na capacidade dos filmes 
em capturar radicais livres. Como o DPPH não se solubiliza em meio aquoso, foi utilizado 
etanol como solvente. Na Figura 20 está representada a resposta antioxidante dos 
diferentes filmes utilizando este método. 
 
Figura 20 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10) e óleo (1:10 e 1:5), pelo método de DPPH, ao longo do tempo. (letras diferentes 
representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
Os filmes com ceras e com óleo na proporção de 1:5 foram os que obtiveram maior 
percentagem de inibição (48 %), ou seja, apresentaram uma percentagem 2,3 vezes 
superior ao filme controlo, que foi o filme que apresentou a menor percentagem de 
inibição (21 %) após 360 horas de reação. O filme enriquecido em polissacarídeos obteve 
uma percentagem de inibição 88 % superior ao controlo e o filme com óleo incorporado na 
proporção de 1:10 apresentou uma atividade antioxidante 57 % superior. Estes resultados 
estão de acordo com o trabalho de Moradi et al. [104], que incorporaram óleo essencial de 
 63 
 
Zataria multiflora Boiss, uma planta aromática medicinal asiática, em filmes de quitosana 
e verificaram que o aumento da concentração deste óleo essencial nos filmes conduziu a 
um aumento da sua capacidade antioxidante. Por outro lado, Siripatrawan et al. [48] 
incorporaram extrato aquoso de chá verde em filmes de quitosana e verificaram que quanto 
maior a percentagem de extrato nestes filmes, maior a sua capacidade antioxidante pelo 
método de DPPH. Segundo os autores, este incremento da ação antioxidante dos filmes 
deveu-se ao aumento do índice de compostos fenólicos presentes no extrato aquoso. 
Os resultados obtidos mostram que a velocidade de redução dos radicais de DPPH 
foi ainda mais lenta do que a dos radicais de ABTS em etanol, pois só após 360 horas é que 
o filme com óleo 1:5 atingiu 48 % de inibição, enquanto com o ABTS preparado em 
etanol, o mesmo filme atingiu 92 % de inibição logo após 48 horas de reação. 
Tal como foi referido para o método de ABTS em etanol, utilizando o método de 
DPPH também se verificou que os filmes à base de quitosana enriquecidos em extratos 
mais hidrofóbicos, ou seja, enriquecidos em óleo (1:5) e ceras (1:10), são os que 
apresentaram maior percentagem de inibição, quando comparados com o filme controlo 
apenas constituído por quitosana. De uma forma geral, também se pode constatar que, para 
o caso do óleo, quanto maior a proporção de extrato maior a percentagem de inibição, isto 
é, maior a atividade antioxidante dos filmes. 
3.2.2.4. Método de FRAP 
Outro método utilizado para determinar a atividade antioxidante dos filmes foi o 
método do FRAP. Este método, ao contrário do ABTS e DPPH, não se baseia na 
capacidade dos filmes em capturar radicais livres, mas sim na capacidade dos filmes em se 
oxidarem na presença de um oxidante forte, o Fe(TPTZ)2Cl3, evitando deste modo a 
oxidação de outros compostos. Na Figura 21 está representado o comportamento 




Figura 21 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10) e óleo (1:10 e 1:5), pelo método de FRAP, ao longo do tempo. (letras diferentes 
representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
O filme enriquecido em polissacarídeos demonstrou maior atividade antioxidante, 
pelo menos até às 50 horas de reação, em relação a todos os outros filmes. A partir deste 
tempo, pode-se constatar que a atividade antioxidante deste filme estabilizou, enquanto o 
filme enriquecido em óleo numa proporção de 1:5 continuou a reduzir o Fe (III) a Fe (II). 
Após 144 horas de reação, os filmes enriquecidos em polissacarídeos e em óleo 1:5 não 
apresentaram diferenças significativas entre eles, sendo os que apresentaram melhores 
propriedades antioxidantes em relação aos restantes filmes. O filme com óleo 1:10 não 
mostrou diferenças significativas em relação aos filmes de quitosana com polissacarídeos, 
ceras e ao controlo, mas teve um valor cerca de 50 % inferior em relação ao filme de óleo 
1:5. Os filmes controlo e ceras 1:10 foram os que apresentaram menores valores de 
atividade antioxidante, sendo significativamente inferiores em relação aos filmes com 
polissacarídeos e com óleo 1:5. 
Os filmes com o óleo incorporados só ao fim de um longo tempo de contato com o 
reagente é que começam a reduzir o ião ferro, contrariamente ao que se observa para o 
filme com polissacarídeos, em que a redução ocorre principalmente nas primeiras horas de 
contato com o filme. Os filmes com ceras e com óleo, por serem mais hidrofóbicos, 
dificultam a interação entre as moléculas de quitosana e os iões de ferro, em meio aquoso. 
Com o passar do tempo, começa a haver uma maior difusão da solução pela malha do 
polímero de quitosana, logo uma maior interação entre os iões de ferro e os grupos amina 
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da quitosana e com os extratos incorporados no polímero, aumentando significativamente a 
sua ação antioxidante. 
Tal como verificado para o DPPH, este método provou que o aumento da 
proporção do óleo nos filmes à base de quitosana conduz também a um aumento da 
atividade antioxidante, corroborando o facto deste extrato das grainhas de uva quando 
incorporado nos filmes de quitosana conferir propriedades antioxidantes. 
3.2.2.5. Método de poder redutor 
À semelhança do método do FRAP, também o poder redutor consiste em avaliar a 
capacidade dos filmes em se oxidarem, reduzindo desta forma o ferro, formando um 
complexo corado que pode ser medido a 700 nm, em que o aumento da absorvância indica 
o aumento do poder redutor dos filmes. Na Figura 22 está representada a absorvância 































Figura 22 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10) e óleo (1:10 e 1:5), pelo método do poder redutor, após 30 minutos de reação. (letras 
diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
Pela Figura 22 pode-se verificar que o filme com polissacarídeos foi o que 
apresentou o valor maior de absorvância, sendo 31 % superior que o filme controlo, 
enquanto os filmes enriquecidos em óleo 1:10 e 1:5 registaram as absorvâncias menores 
(cerca de 35 % menor que o filme controlo e de 50 % menor que o filme com 
polissacarídeos).  
 Com o método do poder redutor, verificou-se a mesma tendência observada no 
ABTS em água, ou seja, foi o filme mais hidrofílico (filme com polissacarídeos) que 
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demonstrou maior atividade antioxidante, tendo os filmes mais hidrofóbicos (óleo 1:10 e 
1:5) apresentado uma menor atividade antioxidante. 
3.3. PRODUÇÃO E CARACTERIZAÇÃO DE UM NOVO CONJUNTO DE 
FILMES À BASE DE QUITOSANA 
Numa segunda fase do trabalho foram produzidos novamente filmes com os 
mesmos extratos obtidos do bagaço da vinificação e nas mesmas proporções numa 
tentativa de corroborar os resultados obtidos anteriormente. Foram também elaborados 
novos filmes com um incremento na proporção dos extratos, nomeadamente em óleo e 
ceras, uma vez que foi demonstrado pelos resultados obtidos que a incorporação destes 
extratos originam filmes com uma atividade antioxidante superior. Assim sendo, foram 
produzidos filmes com incorporação de polissacarídeos 1:10, ceras 1:10 e 1:5, óleo 1:5 e 
1:2. Um filme de quitosana foi também produzido nas mesmas condições para servir como 
controlo. Os filmes foram avaliados em relação à humidade, solubilidade e atividade 
antioxidante. Foi também efetuada uma caracterização por FTIR e foram determinadas as 
propriedades mecânicas, os ângulos de contacto, as energias de superfície e as 
propriedades antimicrobianas dos filmes. 
3.3.1.  FTIR aos filmes 
Na Figura 23 está representado o espetro de FTIR do filme controlo, ou seja, do 
filme apenas constituído por quitosana. Este espetro é caracterizado por uma banda intensa 
e ampla centrada a 3274 cm
-1
, que é atribuída ao estiramento (“streching”) axial das 
ligações O-H e N-H. A banda observada a 2874 cm
-1
 corresponde ao estiramento axial das 
ligações C-H; as bandas centradas a 1642 e a 1556 cm
-1
 são devido às vibrações da amida I 
e amida II, respetivamente. As bandas a 1408 e a 1378 cm
-1
 resultam do acoplamento do 
estiramento axial de C-N e da deformação angular de N-H e as bandas observadas no 
intervalo de 1150 e 924 cm
-1
 são devido às cadeias de polissacarídeos, incluindo ligações 
glicosídicas, e estiramento das ligações de C-O e C-O-C. Assim, o espectro obtido para o 





































































Figura 23 – Espetro de FTIR do filme de quitosana (filme controlo). 
Com a adição de polissacarídeos e ceras aos filmes de quitosana não foram 
verificadas diferenças a olho nú em relação ao espetro do filme controlo (Figura 23). Tal 
pode ser devido ao facto destes extratos terem sido incorporados em proporções baixas em 
relação à quitosana, sendo esta que predomina no espetro de FTIR.  
Tal como se pode verificar na Figura 24, os filmes de quitosana com incorporação 
do óleo apresentaram picos a 2922 e a 2856 cm
-1
 mais intensos, principalmente no espectro 
de FTIR dos filmes com óleo na proporção de 1:2. Estas bandas correspondem às 
vibrações de estiramento antissimétricas e simétricas das ligações alifáticas C-H em grupos 
CH2 e CH3 (alcanos), que são características dos óleos [98]. Nestes espetros existe o 
aparecimento de um pico a 1742 cm
-1 
que representa a vibração por estiramento dos grupos 
carbonilo (–C=O) dos triacilglicerídeos, comprovando a presença de óleo nos filmes à base 





Figura 24 – Espetro de FTIR dos filmes à base de quitosana com óleo incorporado na razão de (a) 1:5 (óleo 1:5) e (b) 1:2 
(óleo 1:2). 
 
3.3.2. Humidade e solubilidade 
Na Figura 25 encontra-se representada a percentagem de humidade determinada 
para todos os filmes desenvolvidos. A percentagem de humidade variou entre 30 a 39 %, 
tal como já se tinha verificado para os filmes preparados anteriormente. Apenas o filme 
enriquecido em ceras na proporção de 1:5 teve uma percentagem de humidade ligeiramente 
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Figura 25 – Percentagem de humidade do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos 
com polissacarídeos (1:10), ceras (1:10 e 1:5) e óleo (1:5 e 1:2). (letras diferentes representam valores significativamente 
diferentes, p ≤ 0,05 e n=3)  
A solubilidade em água e numa solução hidro-alcoólica ácida também foi 
determinada para estes filmes, estando representada na Figura 26. A solubilidade entre os 
diferentes filmes foi bastante idêntica, devido à elevada dispersão de valores de 
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percentagem de perda de massa. Para estes filmes, a solubilidade nunca foi superior a 21 % 
(filme de polissacarídeos), ou seja, estes valores obtidos foram ligeiramente inferiores aos 
obtidos para os filmes anteriores, que tinham uma percentagem de perda de massa máxima 
de 31 %. De uma forma geral, apesar da comparação entre os diferentes filmes ser difícil 
devido à grande dispersão de valores, pode-se verificar que os filmes com o óleo tiveram a 
tendência para apresentar uma solubilidade inferior tanto em água como na solução com 10 
% de etanol a pH ácido. Esta diferença é mais significativa quando comparada com os 
resultados de solubilidade obtidos para o filme com polissacarídeos, permitindo inferir que 
a diminuição da perda de massa dos filmes esteja relacionada com aumento da 





































Figura 26 – Solubilidade (% perda de massa) do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana 
enriquecidos com polissacarídeos (1:10), ceras (1:10 e 1:5) e óleo (1:5 e 1:2) em água e numa solução ácida (pH 3,5) com 
10 % de etanol. (letras diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
O facto da dispersão dos valores de solubilidade dos filmes ter sido relativamente 
grande pode dever-se à perda de massa ter sido muito reduzida, o que origina erros maiores 
de pesagem. Além disso, estes filmes eram heterogéneos em termos de espessura. Apesar 
do suporte que contém os filmes na estufa ter sido nivelado, a medição da espessura 
mostrou que existiam zonas mais espessas que outras. Esta diferença pode ter levado a uma 
maior percentagem de perda de massa em alguns quadrados de filme em relação a outros.  
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3.3.3. Atividade antioxidante 
3.3.3.1. Método de ABTS preparado em água 
Na Figura 27 estão representadas as atividades antioxidantes determinadas pelo 
método de ABTS em água até 3 e 9 horas de reação para os diferentes filmes produzidos. 
Tanto após 3 horas como após 9 horas de reação, não se verificaram diferenças 
significativas na percentagem de inibição. Quando se utiliza a água como solvente no 
método de ABTS, a cinética da reação é muito rápida, dificultando a visualização das 
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Figura 27 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10 e 1:5) e óleo (1:5 e 1:2), pelo método de ABTS em água, ao longo do tempo: (a) após 
3 h (b) após 9 h. (letras diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
3.3.3.2. Método de ABTS preparado em etanol 
A atividade antioxidante dos filmes à base de quitosana foi também determinada 
pelo método de ABTS usando como solvente o etanol (Figura 28). Os filmes enriquecidos 
em ceras nas proporções de 1:10 e 1:5 e no óleo na proporção de 1:2 foram os que 
apresentaram maior atividade antioxidante após 48 horas de reação, entre 75 a 84 % de 
inibição. Por sua vez, o filme enriquecido em polissacarídeos e o controlo e foram os que 
menor atividade antioxidante apresentaram, 56 e 59 % de inibição, respetivamente. O filme 
de quitosana enriquecido em óleo na proporção de 1:5 não apresentou qualquer diferença 




Figura 28 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10 e 1:5) e óleo (1:5 e 1:2), pelo método de ABTS em etanol, ao longo do tempo. (letras 
diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤ 0,05 e n=3) 
Comparando os resultados obtidos para estes filmes com os resultados dos filmes 
anteriores para o mesmo método (ponto 3.2.2.2) pode-se verificar que em ambas as 
situações os filmes com polissacarídeos apresentaram menor percentagem de inibição ao 
longo do tempo. Por outro lado, os filmes enriquecidos em ceras e óleo foram os que 
apresentaram maior percentagem de inibição, isto é maior atividade antioxidante. Assim, 
para o método de ABTS em etanol, os filmes mais hidrofílicos apresentaram menores 
percentagens de inibição e os filmes mais hidrofóbicos demostraram ter maiores valores. 
No entanto, o aumento da proporção de extrato incorporado não incrementou 
significativamente a atividade antioxidante dos filmes. 
3.3.3.3. Método de DPPH 
 
Na Figura 29 está representada a atividade antioxidante dos filmes pelo método de 
DPPH ao longo de 336 horas de reação. Os filmes com incorporação de óleo na razão de 
1:2 e 1:5 e ceras na de 1:10 foram os que captaram mais radicais de DPPH, com uma 
percentagem de inibição entre 66 a 71 %, sendo estes valores cerca de 2,5 vezes superiores 
em relação ao filme controlo, que só obteve uma percentagem de inibição de 28 %. As 
ceras 1:5 apresentaram uma percentagem de inibição de 55 %, ou seja 2 vezes superior ao 
controlo e o filme enriquecido em polissacarídeos obteve uma percentagem de inibição de 




Figura 29 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10 e 1:5) e óleo (1:5 e 1:2), pelo método de DPPH, ao longo do tempo. (letras diferentes 
representam valores significativamente diferentes, p ≤0,05 e n=3) 
Comparando com os filmes anteriores (ponto 3.2.2.3), apesar de se verificarem 
algumas diferenças, em ambos foi o filme controlo que menor atividade antioxidante 
apresentou e os filmes mais hidrofóbicos foram os que maiores atividades demonstraram. 
No entanto, enquanto nos filmes anteriores a atividade antioxidante aumentou com o 
aumento da proporção de óleo no filme, nestes filmes apenas o incremento de ceras de 1:10 
para 1:5 originou um aumento da atividade antioxidante. É possível que não se tenha 
verificado um aumento da capacidade antioxidante dos filmes com o aumento da 
proporção de óleo pelo facto da atividade destes já ser bastante elevada. 
3.3.3.4. Método de FRAP 
Utilizando o FRAP (Figura 30) foi claramente visível que o filme enriquecido em 
polissacarídeos foi o que maior atividade antioxidante demonstrou, com um valor 3 vezes 
superior em relação ao controlo, ao fim de 148 horas. Os filmes enriquecidos em ceras na 
proporção de 1:10 também tiveram uma absorvância significativamente superior em 
relação ao controlo (51 % superior). O filme enriquecido em ceras na proporção de 1:5 não 
mostrou diferenças significativas em relação ao filme controlo e ao filme ceras 1:10. 
Ambos os filmes enriquecidos em óleo apresentaram absorvâncias negativas, ou seja, a 
absorvância lida a 595 nm foi menor que a absorvância do branco, que continha tudo 
exceto o filme. Deste modo, estes resultados não podem ser considerados. Estes valores 




Figura 30 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10 e 1:5) e óleo (1:5 e 1:2), pelo método de FRAP, ao longo do tempo. (letras diferentes 
representam valores significativamente diferentes, p ≤0,05 e n=3) 
3.3.3.5. Método do poder redutor 
A atividade antioxidante dos diferentes filmes obtidos determinada pelo método do 
poder redutor após 30 minutos de reação, está representado na Figura 31. Tal como se pode 
verificar, o filme controlo não apresentou qualquer diferença significativa na absorvância 
em relação aos restantes filmes. Os filmes com polissacarídeos, ceras 1:10 e 1:5 foram os 
que mostraram um maior valor de absorvância enquanto os filmes com óleo 1:5 e 1:2 































Figura 31 – Atividade antioxidante do filme de quitosana (controlo) e dos filmes à base de quitosana enriquecidos com 
polissacarídeos (1:10), ceras (1:10 e 1:5) e óleo (1:5 e 1:2), pelo método de ABTS em água, após 30 minutos de reação. 
(letras diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤0,05 e n=3) 
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Tal como já se tinha verificado para os filmes preparados anteriormente para o 
método do poder redutor, os filmes à base de quitosana enriquecidos em óleo, ou seja, os 
filmes mais hidrofóbicos, foram os que apresentaram menores atividades antioxidantes. 
Neste método também se verificou que o aumento da quantidade de ceras ou óleo 
incorporado aos filmes não se reflete num aumento da atividade antioxidante. 
Comparando todos os métodos para a determinação da atividade antioxidante, 
pode-se constatar, de uma forma geral, que quando se utilizaram métodos com solventes 
orgânicos, como o ABTS em etanol e o DPPH, os filmes hidrofóbicos foram os que 
apresentaram maior capacidade antioxidante. Por outro lado, quando os métodos utilizaram 
solventes aquosos, como foi o caso do ABTS em água, do FRAP e do poder redutor, os 
filmes mais hidrofílicos, nomeadamente o filme com polissacarídeos, demonstraram ter 
maior potencial antioxidante. Constatou-se, ainda, que quanto maior a proporção de 
extratos, neste caso, de óleo (como verificado no método de DPPH nos primeiros filmes) e 
ceras (método de DPPH nos segundos filmes), maior foi a resposta antioxidante, 
comprovando a capacidade antioxidante destes extratos quando incorporados nos filmes. 
3.3.3.6. Neutralização dos filmes 
A atividade antioxidante foi determinada para alguns filmes que foram previamente 
neutralizados, nomeadamente um controlo contendo apenas quitosana, o filme 
polissacarídeos numa proporção de 1:10 de polissacarídeos:quitosana e um filme contendo 
ceras também na proporção de 1:10. Estes filmes foram neutralizados, ou seja, o seu pH foi 
corrigido para cerca de 7, de forma a averiguar se esta neutralização implicava uma 
alteração da sua atividade antioxidante. 
Na Figura 32 está representada a percentagem de inibição dos filmes que foram 
neutralizados e os respetivos filmes não neutralizados, determinada pelo método de ABTS 














































Figura 32 – Atividade antioxidante de filmes neutralizados e não neutralizados (controlo, polissacarídeos 1:10, ceras 
1:10) após 24 horas de reação, pelo método de ABTS em etanol e pelo método de DPPH. (letras diferentes representam 
valores significativamente diferentes, p ≤0,05 e n=3) 
Tal como se pode verificar pela Figura 32, de uma forma geral, os filmes não 
neutralizados apresentaram maior atividade antioxidante do que os neutralizados. No 
método de ABTS preparado em etanol, os filmes neutralizados não mostraram diferenças 
significativas entre si, mas apresentaram uma menor atividade antioxidante em relação aos 
filmes não neutralizados (85 a 94 % inferior). A mesma tendência foi verificada para o 
método de DPPH, apesar de não tão acentuada, dado que a velocidade da reação é bastante 
menor. Pode-se constatar ainda que os filmes neutralizados apresentaram uma percentagem 
de inibição negativa, ou seja, a absorvância medida foi inferior à do branco, indicando que 
a neutralização dos filmes conduziu a que estes tivessem uma atividade pró-oxidante, isto 
é, ao invés de protegerem da oxidação, estavam a promover essa mesma oxidação. 
Na Figura 33 estão representados os valores obtidos pelo método do poder redutor 
após 30 minutos de reação dos filmes controlo, polissac. 1:10 e ceras 1:10 neutralizados e 
não neutralizados. Não existem diferenças entre os diferentes filmes não neutralizados, no 
entanto, os correspondentes filmes neutralizados apresentaram uma atividade antioxidante 
significativamente menor. A atividade antioxidante do filme controlo neutralizado é 79 % 
inferior em relação ao não neutralizado, o enriquecido em polissacarídeos é 53 % inferior e 
o filme com as ceras incorporadas é 63 % inferior. Assim, o método do poder redutor, que 
ao contrário do ABTS e DPPH não é um método de captura de radicais e o seu solvente é 
aquoso, vem corroborar o facto dos filmes não neutralizados terem um poder antioxidante 

















































Figura 33 – Atividade antioxidante dos filmes neutralizados e não neutralizados (controlo, polissacarídeos 1:10, ceras 
1:10) após 30 minutos de reação, pelo método do poder redutor. (letras diferentes representam valores significativamente 
diferentes, p ≤0,05 e n=3) 
Apesar dos mecanismos da atividade antioxidante da quitosana ainda serem pouco 
conhecidos, assume-se que este polímero tenha a capacidade de quelatar iões de transição, 
nomeadamente os iões ferro. Assim, ao neutralizarem-se os filmes, existem mais grupos 
amina que não estão protonados, isto é, existem mais grupos amina na forma de NH2, e o 
par de eletrões do azoto da amina está disponível para doar os eletrões aos iões metálicos, 
logo o efeito antioxidante deveria ser maior. No entanto, tal não se verificou, a 
neutralização não aumentou a capacidade antioxidante dos filmes, pelo contrário, estes 
apresentaram atividades antioxidantes inferiores nos diferentes métodos.  
3.3.4. Propriedades mecânicas 
As propriedades mecânicas dos vários filmes foram estudadas por ensaios de tensão 
uniaxial à rutura. Determinaram-se as espessuras dos diferentes filmes, necessárias para a 
determinação das suas propriedades mecânicas. A espessura variou entre 0,39 e 0,57 mm
2
, 
com o filme controlo a apresentar o menor valor, enquanto o filme com óleo incorporados 
na proporção de 1:2 foi o que apresentou a maior espessura. Os filmes foram submetidos a 
uma deformação crescente. Efetuaram-se curvas de tensão em função da deformação para 
os vários filmes e a partir destas foi possível determinar os vários parâmetros mecânicos, 





Tabela 12 – Propriedades mecânicas dos filmes à base de quitosana com polissacarídeos, ceras e óleo incorporados.  
 
Força  de tensão (MPa) Deformação (%) Módulo de Young (MPa/%) 
Controlo 12,61 ± 1,02 
(a)
 44,24 ± 2,67 
(a, c)
 0,20 ± 0,01 
(a)
 
Polissac. 1:10 13,58 ± 1,09 
(a)
 47,25 ± 2,91 
(a, b)
 0,20 ± 0,02 
(a, b)
 
Ceras 1:10 10,99 ± 3,09 
(a, b, c)
 53,48 ± 9,05 
(b, c)
 0,13 ± 0,01 
(c)
 
Ceras 1:5 9,89 ± 1,27 
(b)
 49,57 ± 1,24
 (b)
 0,13 ± 0,01 
(c, d)
 
Óleo 1:5 12,34 ± 1,61 
(a, b)
 41,11 ± 2,69 
(c)
 0,23 ± 0,01 
(b)
 
Óleo 1:2 6,97 ± 0,59 
(c)
 35,11 ± 1,46 
(e)
 0,16 ± 0,03 
(a, d)
 
(letras diferentes representam valores significativamente diferentes, p ≤0,05 e n=5) 
 
Tal como se pode constatar pela Tabela 12, os valores de força de tensão na rutura, 
ou seja, a força que foi necessária aplicar a um filme até que este entre em ponto de rutura, 
foram muito semelhantes entre si para os diferentes filmes. De uma forma geral, verificou-
se uma tendência para os filmes enriquecidos em ceras e em óleo na proporção de 1:5 
terem um comportamento semelhante entre si e apresentarem valores de força de tensão 
ligeiramente inferiores em relação ao controlo e ao filme com polissacarídeos. O filme com 
a maior proporção em óleo foi o que obteve menores valores de força de tensão na rutura, 
entre 30 a 49 % e inferior em relação aos restantes filmes, não apresentando apenas 
diferenças significativas em relação ao filme com ceras 1:10. 
A incorporação dos polissacarídeos nos filmes de quitosana não alterou a força de 
tensão do filme em relação ao filme controlo, por um lado porque este extrato, sendo 
constituído maioritariamente por polissacarídeos, tem um comportamento mecânico 
próximo da quitosana e também porque a sua proporção no filme era muito reduzida. A 
diminuição da força de tensão dos filmes com ceras e óleo em proporções elevadas 
conduzem a uma interrupção da matriz do polímero formando pontos mais fracos no filme 
que diminuem a sua resistência mecânica. Vargas et al. [53] verificaram que a introdução 
de ácido oleico nos filmes de quitosana conduziu à diminuição da força de tensão pelos 
mesmos motivos. A baixa força de tensão destes filmes também pode ser devida à baixa 
resistência mecânica dos óleos e das ceras [8]. 
Quanto à taxa de deformação no ponto de rutura, ou seja, a distância máxima que 
um filme pode esticar antes de entrar em rutura, os diferentes filmes também não 
apresentaram muitas diferenças entre si. Tal como para a força de tensão, também para a 
 78 
 
taxa de deformação, os filmes com ceras e com óleo na razão de 1:5 apresentaram valores 
de elongação semelhantes entre si e tendencialmente inferiores em relação ao filme 
controlo e com polissacarídeos. Mais uma vez, foi o filme com óleo na proporção de 1:2 
que menores valores obteve, com 35 % de deformação, ou seja, entre 15 a 34 % inferior 
em relação aos restantes filmes. 
O módulo de Young traduz a elasticidade de um filme, e os seus valores são 
obtidos da região inicial do gráfico de força de tensão vs taxa de deformação, onde se 
verifica linearidade. Nesta zona linear, se a tensão for removida, o material retoma as suas 
dimensões iniciais, daí traduzirem as propriedades elásticas dos filmes que estão 
relacionadas com a sua rigidez. A incorporação das ceras nos filmes de quitosana 
conduziram a uma diminuição do módulo de Young relativamente ao filme controlo e com 
polissacarídeos. Por sua vez, a incorporação do óleo na proporção de 1:5 levou a que os 
filmes aumentassem a sua rigidez (maiores valores de módulo de Young) em relação ao 
filme controlo e às ceras. No entanto, quando a proporção de óleo aumentou de 1:5 para 
1:2 verificou-se uma redução de 30 % na rigidez do filme, tornando-se mais elástico. 
De uma forma geral, a incorporação de polissacarídeos não provocou diferenças 
significativas no filme em relação ao controlo, enquanto a incorporação dos extratos 
hidrofóbicos conduziu à diminuição da elongação e do módulo de Young, com a exceção 
dos filmes com óleo 1:5. Os lípidos possuem uma estrutura rígida o que conduz à 
diminuição da plasticidade dos filmes. Yoshida et al. [105] verificaram que a adição de 
glicerol como plastificante aumentou a taxa de deformação, ou seja, a flexibilidade dos 
filmes, no entanto a incorporação de lípidos (ácido palmítico, cera de abelha e cera de 
carnaúba) diminuiu a flexibilidade dos filmes devido à sua estrutura rígida. Além disso, 
também verificaram, para concentrações altas destes extratos e dado que já tinha sido 
incorporado plastificante, que os valores destas propriedades mecânicas dos filmes 
diminuíam devido à baixa coesão entre os óleos ou ceras e o polímero de quitosana. 
Sánchez-Gonzáles et al. [54] também demonstraram que quanto maior a proporção do óleo 
essencial de tangerina, menor os valores de deformação e módulo de Young devido à 
descontinuidade da matriz polimérica introduzida pela adição do óleo e pela modificação 
das interações moleculares quando o óleo está presente. 
Vargas et al. [53] verificaram que as condições de homogeneização das dispersões 
formadoras de filmes com ácido oleico incorporado são muito importantes, pois quanto 
 79 
 
mais dispersas estiverem as partículas (ou seja menores tamanhos), mais interações entre 
estas e as moléculas de quitosana e, consequentemente, maiores os valores de força de 
tensão e do módulo de Young em relação às partículas com maiores tamanhos. Como no 
presente trabalho as ceras e o óleo da grainha da uva foram dispersas apenas recorrendo a 
uma placa de agitação, é possível que o seu tamanho mais elevado não tenha permitido 
uma interação otimizada com as moléculas de quitosana.  
3.3.5. Ângulos de contacto e energias de superfície 
A determinação dos ângulos de contacto dos filmes desenvolvidos foi feita usando 
água ultra pura como solvente e teve como objetivo verificar a afinidade existente entre a 
superfície dos diferentes filmes e a água. Para determinar os ângulos de contacto, colocou-
se uma gota de água ultra-pura na superfície dos filmes com o objetivo de se conhecer a 
sua natureza hidrofílica. Quando a gota entra em contacto com a superfície, estabelecem-se 
interações intermoleculares entre a superfície do filme e a gota de água que podem ser 
forças atrativas ou repulsivas. Deste modo, quanto maior for o ângulo de contacto menor é 
a afinidade da superfície em questão para a água, ou seja, mais hidrofóbica é esta 
superfície. Na Figura 34 estão representados os resultados dos ângulos de contacto dos 
































Figura 34 – Ângulos de contacto (usando água como solvente) da superfície dos filmes de quitosana (controlo), e de 




O ângulo de contacto do filme com polissacarídeos diminuiu significativamente em 
relação ao filme controlo, ou seja este filme é mais hidrofílico que o filme apenas 
constituído por quitosana. Este filme foi o que apresentou o menor ângulo de contato, 
provavelmente devido à natureza hidrofílica dos polissacarídeos. Quando se adicionaram 
ceras na proporção de 1:10, o filme obtido não mostrou diferenças significativas em termos 
de polaridade em relação ao filme controlo, provavelmente porque a proporção de ceras em 
relação ao polímero de quitosana era muito reduzida. O filme enriquecido em ceras com 
uma proporção de 1:5 e em óleo na razão de 1:5 teve um aumento do seu ângulo de 
contacto de cerca de 3 % em relação ao controlo. No entanto, foi o filme com a 
incorporação de óleo 1:2 que apresentou um maior ângulo de contacto (8 % em relação ao 
controlo), mostrando que, de facto, estes filmes são mais hidrofóbicos que o filme de 
quitosana. Assim, quanto maior a razão de extratos hidrofóbicos incorporados nos filmes, 
maior a sua hidrofobicidade. Estes resultados estão de acordo com o verificado por Perede 
et al. [106], referiram que o aumento da concentração de azeite em filmes à base de 
quitosana conduz a um aumento do ângulo de contacto com a água devido à natureza 
hidrofóbica dos lípidos adicionados. 
 Para analisar melhor a polaridade dos vários filmes, determinaram-se também as 
suas energias de superfície e a contribuição das fases dispersivas e polares. Para tal 
utilizaram-se a água ultra pura (elevada polaridade), a formamida (polaridade intermédia) e 
o di-iodometano (apolar). Na Figura 35 (A, B e C) estão representadas as imagens obtidas 
para os ensaios de medição das energias de superfície usando estes três solventes de 
diferentes polaridades para os filmes controlo, polissacarídeos 1:10 e óleo 1:2. Estes três 







Figura 35 – Gota de água pura, formamida e di-iodometano no momento em que entra em contato com a superfície do 
filme à base de quitosana: A) filme controlo; B) filme com polissacarídeos 1:10; (C) filme com óleo 1:2. 
 
Verificou-se que existe muito menos interação entre a água, o solvente de elevada 
polaridade, e os diferentes filmes, do que entre o di-iodometano, o solvente apolar, ou seja, 
os filmes são essencialmente de natureza apolar. Na Figura 36 estão representadas as 
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Figura 36 – Energia de superfície, fase dispersiva e fase polar dos filmes de quitosana (controlo) e de quitosana com 
polissacarídeos, óleo e ceras. 
A Figura 36 mostra que, à semelhança do que aconteceu para os ângulos de 
contacto, quando se incorporaram os polissacarídeos a fase dispersiva diminuiu e 
aumentou a fase polar em relação ao controlo, evidenciado o aumento da hidrofilicidade do 
filme. Em relação os filmes com ceras 1:10 e 1:5 e óleo 1:5 não existem diferenças 
significativas nas energias de superfícies e, consequentemente, nas fases dispersivas e 
polares. No entanto, o filme enriquecido na maior proporção de óleo mostrou um aumento 
significativo na energia de superfície e na fase dispersiva em relação aos restantes filmes, 
enquanto a fase polar parece não apresentar diferenças significativas. Estes resultados 
também permitem verificar que o óleo aumenta a hidrofobicidade do filme, e, 
consequentemente, a sua energia de superfície e fase dispersiva. 
3.3.6. Propriedades antimicrobianas 
Efetuou-se um teste simples e qualitativo para testar as propriedades antifúngicas 
dos filmes à base de quitosana em pão, nomeadamente do filme controlo, constituído 
apenas por quitosana e do filme com óleo numa razão de 1:2 (óleo:quitosana). O filme óleo 
1:2 foi utilizado neste teste, por ser o que tinha na sua constituição maior percentagem de 
óleo e, assim, tentar perceber, por um lado, se o óleo também tinha algumas propriedades 
antimicrobianas e, por outro, se dificultava a ação antimicrobiana da quitosana por 
aumentar a impermeabilidade do filme devido às suas propriedades hidrofóbicas. Na 
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Figura 37 podem-se observar os três tubos de ensaio contendo pão embebido em água no 
início do teste. O tubo A apenas contém pão, o tubo B contem pão e filme controlo e o 
tubo C contém pão e filme com óleo 1:2. 
 
 
Figura 37 – Tubos de ensaio contendo pão embebido em água no início do teste. (A) tubo sem filme; (B) tubo com filme 
controlo; (C) tubo com filme com óleo 1:2. 
Os tubos foram deixados à temperatura ambiente e a sua evolução microbiológica 
foi observada ao longo do tempo. Na Figura 38 podem-se observar os três tubos de cultura 
após 4 dias. Tanto no tubo sem filme (A), como nos tubos contendo os filmes (B e C), 
houve crescimento de fungos de coloração branca, ou seja, os filmes de quitosana não 
preveniram o aparecimento de fungos no pão. No entanto, pode-se constatar que no tubo 
com o filme com óleo incorporado o crescimento foi visualmente menor. Este crescimento 




Figura 38 – Tubos de ensaio contendo pão embebido em água após 4 dias. (A) tubo sem filme; (B) tubo com filme 





Figura 39 – Tubos de ensaio contendo pão embebido em água após 6 dias. (A) tubo sem filme; (B) tubo com filme 
controlo; (C) tubo com filme óleo 1:2. 
De acordo com a Figura 39 pode-se constatar que no tubo A apareceram alguns 
fungos com uma coloração avermelhada ao fim de 6 dias, que não foram observados nos 
tubos B e C, contendo os filmes de quitosana e quitosana com óleo, respetivamente. Assim, 
apesar dos filmes de quitosana não terem inibido o crescimento de todos os tipos de 
fungos, as suas propriedades antimicrobianas foram verificadas para pelo menos uma 
espécie de fungos. 
As propriedades antimicrobianas dos filmes testados no ponto anterior, ou seja, o 
filme controlo e o filme com óleo incorporado também foram testadas em sumo de maçã. 
Foi realizado um teste simples, onde se mergulharam um filme controlo (tubo B) e um 
filme óleo 1:2 (tubo C) em sumo de maçã. Efetuou-se também um branco (tubo A). Na 
Figura 40 está representada a evolução microbiana dos diferentes tubos ao longo do tempo. 
 
 
Figura 40 – Tubos de ensaio contendo sumo de maçã. (A) branco (sem filme); (B) tubo com filme controlo; (C) tubo 
com filme óleo 1:2. (1) tempo 0; (2) após 24 horas; (3) após 4 dias. 
Pela Figura 40 (1) pode-se observar que não existem diferenças de turbidez entre os 
diferentes tubos com sumo de maçã no tempo inicial. Após 24 horas (Figura 40 (2)) 
verificou-se que o tubo sem filme (A) e o tubo contendo o filme com óleo na razão de 1:2 
(C) visualmente não se tinham alterado. No entanto, verificou-se uma alteração no sumo 
1 3 2 
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contendo o filme controlo, pois foi observado um precipitado no fundo do tubo e na 
superfície do filme de quitosana. No tubo B, o filme de quitosana conduziu a um aumento 
de pH de 4 para 5, que por sua vez levou à precipitação de compostos existentes no sumo 
de maçã. Tal como foi referido anteriormente no ponto 1.5.5, uma aplicação da quitosana é 
a de clarificação de sumos, nomeadamente de sumos de uva e de maçã, por controlarem a 
sua acidez e diminuírem a sua turbidez [20]. De forma a este precipitado não conduzir a 
um falso positivo, o sumo foi centrifugado e o precipitado foi removido. Na Figura 40 (3), 
foi possível verificar que o sumo de maçã sem filme tinha uma elevada turbidez após 4 
dias. Além disso, também foi possível observar algumas bolhas na interface líquido/ar. 
Estas bolhas são possivelmente de dióxido de carbono ou de hidrogénio resultantes da 
fermentação microbiana dos açúcares presentes no sumo. No filme controlo 
desenvolveram-se fungos de cor branca, que não estavam presentes no sumo sem filme, 
nem no sumo com o filme com óleo. O aparecimento destes fungos pode ser devido a uma 
contaminação cruzada, visto que este ensaio estava a decorrer fisicamente perto dos 
ensaios antifúngicos. 
Para uma melhor avaliação da turbidez dos sumos ao longo do tempo, determinou-






















Branco Filme controlo Filme óleo 1:2
 
Figura 41 – Evolução da densidade ótica do sumo sem filme, com o filme controlo e com o filme com óleo 1:2 ao longo 
de 5 dias. 
A absorvância do sumo sem filme apenas aumentou de 0,138 para 0,145 e a do 
sumo com o filme óleo 1:2 de 0,138 para 0,141 após 1 dia. No entanto, no sumo com o 
filme controlo a absorvância aumentou para 0,200 pelos motivos anteriormente referidos, 
mas após a sua centrifugação a absorvância diminuiu para 0,050. Após 4 dias, os sumos 
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com os filmes mantiveram-se estáveis enquanto a absorvância do sumo sem filme 
aumentou cerca de 7 vezes. Ao quinto dia, a densidade ótica do sumo sem filme duplicou 
em relação ao dia anterior enquanto a absorvância do sumo com o filme controlo apenas 
aumentou de 0,106 para 0,160 e com o filme óleo 1:2 aumentou de 0,271 para 0,318. 
A avaliação da turbidez de uma cultura microbiana é um método rápido, embora 
indireto, para estimar a concentração celular. Este método não permite distinguir entre 
células viáveis e células mortas e não permite obter diretamente valores absolutos de 
concentração celular, sendo utilizado para acompanhar o crescimento microbiano com base 
no aumento da densidade ótica. Assim, este ensaio qualitativo permitiu apenas concluir que 
os filmes à base de quitosana retardaram o aparecimento e crescimento das culturas 
microbianas que iriam deteriorar o sumo de maçã. Estes resultados parecem indiciar que os 



























Neste trabalho foram desenvolvidos filmes à base de quitosana com incorporação 
de vários extratos obtidos a partir do bagaço de uva (extrato rico em polissacarídeos, óleos 
e ceras).  
Os filmes à base de quitosana com incorporação do extrato rico em polissacarídeos 
(72 % de polissacarídeos, 22 % de proteínas e 6 % de compostos fenólicos) apresentaram a 
mesma solubilidade em água destilada que o filme de quitosana, mas revelaram ser 
ligeiramente mais solúveis na solução hidro-alcoólica ácida. Estes filmes demonstraram ter 
uma capacidade antioxidante superior aos filmes de quitosana. As propriedades mecânicas 
do filme não se alteraram com a adição deste extrato em relação ao filme de quitosana. 
Desta forma, estes filmes podem ter as mesmas aplicações que os filmes apenas 
constituídos por quitosana, com a vantagem adicional de terem um incremento da sua 
capacidade antioxidante. 
Os filmes de quitosana com óleo extraído das grainhas de uva apresentaram valores 
de solubilidade inferiores relativamente aos filmes de quitosana, tanto em meio aquoso 
como na solução hidro-alcoólica ácida. Estes filmes também apresentaram uma maior 
atividade antioxidante que o filme controlo, visível quando se utilizaram os métodos de 
captura de radicais (ABTS e DPPH). As propriedades mecânicas, tais como a força de 
tensão no ponto de rutura, a elongação e a flexibilidade não se alteraram significativamente 
em relação ao filme de quitosana. Além disso, o filme com óleo parece ter melhores 
propriedades antifúngicas. O incremento na proporção de óleo nos filmes conduziu a um 
aumento da atividade antioxidante (DPPH e FRAP), não alterou significativamente as suas 
solubilidades e reduziu ligeiramente os valores dos parâmetros das propriedades 
mecânicas. Como grande parte dos frutos e legumes têm um pH ácido, constituem um 
meio desfavorável à aplicação de revestimentos de quitosana dado que esta se solubiliza 
nestes meios. A menor solubilidade em meios ácidos, a maior atividade antioxidante e as 
propriedades antimicrobianas destes filmes à base de quitosana com incorporação de óleos 
torna-os mais vantajosos pois protege mais eficazmente os produtos alimentares do efeito 
oxidativo e da contaminação microbiológica sem que se solubilizem.  
Os filmes com incorporação das ceras das películas das uvas também demonstraram 
ter vantagens em relação aos filmes de quitosana. Estes filmes com ceras, apesar de não 
mostrarem diferenças significativas de solubilidade e das propriedades mecânicas, 
apresentaram atividade antioxidante relativamente superior quando medida com os 
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métodos de captura de radicais (ABTS e DPPH). O incremento da proporção de ceras nos 
filmes não alterou significativamente as suas propriedades. As ceras são maioritariamente 
constituídas por alcoóis, ácidos gordos e ácido oleanóico. Este ácido, que representa 30 % 
da composição das ceras presentes nas películas, inibe a ação dos microrganismos 
impedindo o processo fermentativo das uvas. Contudo um pequeno corte na baga inicia o 
processo fermentativo. Assim, uma aplicação possível a dar aos filmes à base de quitosana 
enriquecidos em ceras seria como uma película protetora adicional dos bagos de uva de 
mesa, pois estes filmes iriam aumentar a sua proteção física e química e, desta forma, 
evitar fermentação alcoólica das uvas. 
Os filmes à base de quitosana produzidos por incorporação dos três extratos do 
bagaço de uva, devido às diferentes propriedades demonstradas, parecem ser promissores 



















Como trabalho futuro, seria interessante determinar outras propriedades dos filmes 
à base de quitosana desenvolvidos, nomeadamente ter um conhecimento mais aprofundado 
das suas propriedades antimicrobianas relativamente a bactérias Gram positivas e Gram 
negativas e fungos. Além disso, seria importante estudar as suas propriedades de barreira, 
como a barreira ao vapor de água, ao oxigénio e ao dióxido de carbono. 
Na produção dos filmes com ceras e óleo poderia tentar-se reduzir o tamanho das 
partículas para uma melhor dispersão nas soluções formadoras de filmes, utilizando por 
exemplo a microfluidização, para se obter filmes mais homogéneos.   
Diferentes proporções de quitosana:extratos:glicerol poderiam ser testadas de forma 
a encontrar filmes com reduzida solubilidade em meio ácido, com atividade antioxidante 
melhorada e com melhores propriedades mecânicas, de forma a encontrar filmes mais 
resistentes, flexíveis e elásticos em relação aos filmes constituídos apenas por quitosana. 
Tendo em conta as características intrínsecas de cada filme, poderiam ser testadas 
as aplicações alimentares mais apropriadas para cada um dos filmes desenvolvidos que 
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